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2 Einleitung 
• Grundlagen der Hämostase 
Als hämostatisches Gleichgewicht wird das ausgewogene Zusammenspiel verschiedener 
komplexer Prozesse und Systeme zur Aufrechterhaltung der Fließfähigkeit des Blutes im 
Gefäßsystem einerseits und der Gerinnbarkeit nach Verletzung andererseits bezeichnet. 
Zur Hämostase tragen verschiedene Systeme bei: sowohl Blutgefäße mit Endothel und 
Subendothel als auch Thrombozyten, Erythrozyten und Leukozyten. Die 
Gerinnungsfaktoren sowie das fibrinolytische System jeweils mit den entsprechenden 
Inhibitoren sind eng verknüpft mit der vaskulären und zellulären Komponente (Abb. 1, 2). 
Übersichten zur Gerinnung finden sich bei [Rapaport et al. 1995], [Camerer et al. 1996], 
und [Hoffman et al. 2001].  
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Abb. 1: Komponenten des Hämostase-Systems (nach von Depka Prondzinski [2002]) 
Nach Verletzung eines Blutgefäßes kommt es zunächst zur Vasokonstriktion durch die 
Wirkung von Endothelin und PAF (platelet activating factor). Thrombozyten adhärieren an 
der subendothelialen Matrix des Gefäßdefektes. Sie verlieren in einem 
Aktivierungsprozess ihre ursprüngliche Form und bilden Pseudopodien aus. Dabei kommt 
es zu einer massiven Freisetzung verschiedener Mediatoren aus den verschiedenen 
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Plättchenorganellen, wie zum Beispiel Calciumionen, Faktor V (FV), Thromboxan A2, 
Plättchenfaktor-4, Serotonin, Fibrinogen oder Fibronektin. Weitere Plättchen adherieren 
über von-Willebrand-Faktor (vWF) oder den Plättchenrezeptor GPIbα, es kommt zur 
Ausbildung eines lockeren Thrombozytenpfropfes. In der Folge durchlaufen die Plättchen 
eine Reihe biochemischer Reaktionen, die zu ihrer Zerstörung führen. Im Laufe dieses 
Prozesses werden verstärkt negativ geladene Phospholipide auf der Membranoberfläche 
der Thrombozyten präsentiert. Dadurch wird durch Calciumionen die Anlagerung negativ 
geladener Gerinnungsfaktoren aus dem Blutfluss vermittelt und der Thrombozytenpfropf 
durch Fibrinvernetzung stabilisiert.  
Durch den Endotheldefekt kommen die plasmatischen Gerinnungsfaktoren in Kontakt mit 
extravaskulärem Tissue Factor (TF). TF, auch bekannt als CD142, Gewebsthromboplastin 
oder Faktor III, ist der potenteste Aktivator des Gerinnungssystems (extrinsische 
Gerinnungsaktivierung). Außerdem spielt TF bei der Angiogenese und der 
Tumormetastasierung eine wichtige Rolle [Zhang et al. 1994, Bromberg et al. 1995]. 
Plättchen
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FIXTF/FVIIa
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FIXa
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Abb. 2: Auslösung der Gerinnungskaskade durch den TF/FVIIa-Komplex im 
Wechselspiel mit zellulären Komponenten (nach Hoffman et al. [1998]) 
Bei Kontakt mit den plasmatischen Gerinnungsfaktoren komplexiert TF in Gegenwart von 
Calciumionen und Phospholipiden sowohl Faktor VII als auch Faktor VIIa (FVII(a)) 
[Sabharwal et al. 1995, Ruf et al. 1991]. Unter physiologischen Bedingungen liegt bis zu 
einem Prozent des gesamten FVII im Plasma in der aktiven Form vor [Morrissey et al. 
1993]. 
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An TF gebundener FVII wird durch verschiedene Proteasen aktiviert: Faktor IXa (FIXa), 
Faktor Xa (FXa) und Thrombin [Broze et al. 1980, Bajaj et al. 1981, Davie et al. 1991]. 
Ferner kann der TF/FVIIa-Komplex wiederum TF-gebundenen FVII aktivieren [Nakagaki 
et al. 1991, Neuenschwander et al. 1993]. Die Gerinnungskaskade wird durch den  
TF/FVIIa-Komplex auf zwei Wegen aktiviert (Abbildung 2, nach [Hoffman et al. 1998]). 
Zum einen überführt der TF/FVIIa-Komplex FIX in FIXa, welcher im Komplex mit Faktor 
VIIIa (FVIIIa) und Phospholipiden FX spaltet. Andererseits kann der TF/FVIIa-Komplex 
FX direkt aktivieren. Die enzymatische Aktivität von FVIIa ist sehr gering, erst durch die 
Bindung an TF wird dessen katalytische Aktivität deutlich erhöht. In Gegenwart von 
Phospholipiden, wird FX um ein Vielfaches besser gespalten als durch FVIIa allein 
(Tabelle 1). 
Tabelle 1:  Aktivierung von FX durch FVIIa: Effekt von TF und Phospholipiden (nach 
Morrissey [2001]) 
  Km 
[µmol/l] 
kcat [s-1] kcat/Km 
[l/µmol * s] 
-fache Erhöhung 
von kcat/Km 
 FVIIa 11,4 1,8 * 10-5 1,6 * 10-6 1 
 FVIIa + PS/PC * 0,077 3,3 * 10-5 4,3 * 10-4 272 
 FVIIa + sTF +  1,7 0,09 0,053 3,4 * 104 
 FVIIa + sTF/PS/PC 0,055 1,35 24,5 1,6 * 107 
* Vesikel aus 20 % Phosphatidylserin (PS) und 80 % Phosphatidylcholin (PC), 
+ sTF: soluble TF, extrazelluläre TF-Domäne 
FXa überführt seinerseits in Gegenwart von Faktor Va (FVa) Prothrombin in Thrombin. 
Thrombin als Schlüsselenzym der Gerinnung spaltet dann Fibrinogen zu 
Fibrinmonomeren, diese aggregieren und werden in der Folge von Faktor XIIIa 
quervernetzt. Somit entsteht ein stabiler Wundverschluss. Über Verstärkermechanismen 
führt die Aktivierung von Faktor XI (FXI(a)) durch Thrombin zu weiterer 
Thrombinbildung.  
Im sogenannten intrinsischen Gerinnungssystem wird zunächst Faktor XII (FXII) über 
Kontakt mit unphysiologischen Oberflächen aktiviert (FXIIa). FXIIa überführt einerseits 
Prekallikrein in Kallikrein, welches wiederum in der Lage ist, FXII zu aktivieren. 
Andererseits wird die Bildung von Faktor XIa katalysiert, welcher dann FIX in FIXa 
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überführt. FIXa führt, wie bereits gezeigt, zu einer FX-Aktivierung in Gegenwart von 
FVIIIa. Das intrinsischen Gerinnungssystem spielt in vivo eine untergeordnete Rolle.  
• Tissue Factor-Struktur und Synthese 
TF ist ein membranständiges Glykoprotein bestehend aus einer Polypeptidkette mit 263 
Aminosäuren [Morrissey et al. 1987]. Das Molekulargewicht der Polypeptidkette liegt bei 
29.593 D, das des glykosylierten Proteins bei ca. 45 kD [Broze et al. 1985]. TF unterteilt 
sich in eine große extrazelluläre Domäne mit 219 Aminosäuren (Abbildung 3), ein 23 
Aminosäuren-Segment in der Zellmembran und einen zytoplasmatischen Abschnitt mit 21 
Aminosäuren [Morrisey 1987]. Die Struktur der extrazellulären Domäne von TF wurde 
durch mehrere Gruppen aufgeklärt [Harlos et al. 1994, Muller et al. 1994 und mit 
maximaler Auflösung von 1,7 Å 1996, Huang et al. 1998]. TF ist Mitglied der 
Zytokinrezeptor-Familie [Bazan 1990]. Die Synthese des TF-Proteins wird durch 
verschiedene Transkriptionsfaktoren der NF-κB-Familie, AP1, Sp1 und EGR-1 reguliert 
[Mackman 1997]. Die Halbwertszeit der mRNA für TF ist mit 45-90 min gering, so dass 
die TF-Expression der Zellen limitiert wird [Ruf 1999].  
Abb. 3: Extrazelluläre TF-Domäne nach Muller et al. [1994] 
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• Tissue Factor-Physiologie und Pathophysiologie 
TF wird von verschiedenen Zelltypen konstitutiv exprimiert. Hohe TF-Aktivität in Zellen 
von Lunge, Niere und Gehirn wurde 1965 von Astrup beschrieben. Durch 
immunhistochemische Charakterisierung und mRNA-Bestimmungen konnte das TF-
Antigen verschiedenen Zelltypen zugeordnet werden: glatte Muskelzellen der Gefäßwand, 
organumhüllendes Bindegewebe, Hautepithel und Schleimhaut [Drake et al. 1989, Faulk et 
al. 1990, Fleck et al. 1990 und Flössel et al. 1994] sowie dem Endometrium [Lockwood et 
al. 1993] und den Astrozyten im Gehirn nach Del Zoppo et al. [1992], Eddleston et al. 
[1993] und Flössel et al. [1994].  
Bei verschiedenen Tumoren konnte ebenfalls eine konstitutive TF-Expression 
nachgewiesen werden [Rao 1992; Sturm et al. 1992]. Teilweise kommt es dabei zum 
Abscheren von TF-haltigen Mikropartikeln in die Blutbahn. Somit erklären sich zum Teil 
die thromboembolischen Komplikationen bei bestimmten Krebserkrankungen.  
Auch bei anderen pathologischen Zuständen ist TF im Plasma von Patienten nachweisbar 
(Tabelle 2). 
Tabelle 2:  Nachweis von TF in Plasma bei verschiedenen Krankheitsbildern: 
 Krankheitsbild Literaturstelle 
 Krebs Kakkar et al. [1995] 
 Vaskulitis in Verbindung mit diabetischer 
Mikroangiopathie und chronischem Nierenversagen 
Koyama et al. [1994] 
 disseminierte intravasale Gerinnung (DIC) Iijima et al. [1991] 
Takahashi et al. [1994] 
Wada et al. [1994]  
Koyama et al. [1994] 
 orthopädische Eingriffe Bjørklid et al. [1978] 
Giercksky et al. [1979] 
 
 
Auf Monozyten und vaskulären Endothelzellen, also Zellen, die einen direkten Kontakt mit 
dem Blut haben, ist unter physiologischen Bedingungen kein TF-Antigen nachweisbar 
[Drake et al. 1989, Fleck et al. 1990, Nemerson 1995, Østerud 1998]. Monozyten können 
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jedoch durch zahlreiche Stimulantien zur TF-Expression angeregt werden [Übersichten bei 
Camerer et al. 1996 und Mackman 1997]. Monozyten exprimieren TF nach Stimulation 
mit bakteriellen Lipopolysacchariden (LPS) aber auch nach Adhärenz an Endothelzellen 
oder Plättchen [Lo et al. 1995, Niemetz et al. 1974] und bei verschiedenen 
Krankheitsbildern, wie Atherosklerose [Nemerson 1995] und Herzerkrankungen [Leatham 
et al. 1995] sowie bei extrakorporaler Zirkulation unter Bypass-Operationen [Boisclair et 
al. 1993].  
• Tissue Factor und Endothelzellen: Physiologie und Pathophysiologie 
Die Gefäße eines erwachsenen Menschen werden mit ca. 1 – 6 * 1013 Endothelzellen 
ausgekleidet. Sie bedecken damit eine Fläche von 1 – 7 m², das Gesamtgewicht beträgt ca. 
ein Kilogramm [Augustin et al. 1994]. Endothelzellen konnten nach Entwicklung 
geeigneter Kulturtechniken in den 1970er Jahren eingehender untersucht werden. Die von 
Jaffe et al. [1973] beschriebene Methode zur Präparation von Endothelzellen aus 
Nabelschnurvenen (human umbilical vein endothelial cells, HUVEC) wurde mit 
Modifikationen auch für diese Arbeit herangezogen. 
Die Hauptaufgabe der Endothelzellen ist die Regulierung des Blutflusses. Sie nehmen z. B. 
durch Sekretion verschiedener Mediatoren Einfluss auf den Blutdruck: zur Gefäßdilatation 
werden Stickstoffmonoxid und Prostacyclin (PGI2) und zur Gefäßkonstriktion Endothelin 
und Plättchenaktivierender Faktor abgegeben [Cines et al. 1998]. Unter physiologischen 
Bedingungen weisen Endothelzellen vorwiegend antikoagulatorische Eigenschaften auf. In 
der sie umgebenden Matrix befindet sich z. B. Heparin, welches die Thrombinhemmung 
durch Antithrombin fördert. Die Thrombinbildung wird ferner durch die Expression von 
Tissue Factor Pathway Inhibitor (TFPI) gehemmt. FXa wird im Komplex mit 
TF/FVIIa/TFPI gebunden, und so die Spaltung von Prothrombin verhindert [Broze 1995]. 
Ferner exprimieren Endothelzellen Thrombomodulin (TM) [Esmon et al. 1995]. 
Zellmembranständiges TM bindet Thrombin, womit dessen gerinnungsfördernde 
Eigenschaften aufgehoben werden. Der Thrombin/TM-Komplex wirkt antikoagulatorisch: 
er aktiviert Protein C, welches die Faktoren Va und VIIIa inaktiviert und damit die weitere 
Bildung von Thrombin unterbricht. Als Cofaktor dient dabei Protein S, welches ebenfalls 
von Endothelzellen sezerniert wird. Allerdings besitzt der Thrombin/TM-Komplex durch 
Aktivierung der Procarboxypeptidase TAFI (thrombin-activatable fibrinolysis inhibitor) 
auch eine die Fibrinolyse hemmende Aktivität. 
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Erst unter pathologischen Bedingungen kommt es durch Expression von TF zu einer 
prokoagulatorischen Aktivität der Endothelzellen. Endotheliale TF-Synthese ist häufig eine 
Folge von Entzündungsreaktionen oder Gefäßverletzungen [Mackman 1995]. Bei 
disseminierter intravasaler Gerinnung als Folge einer Sepsis kommt es sowohl bei 
Endothelzellen als auch bei Monozyten in Folge der Endotoxinstimulation zu TF-
Expression. Ferner ist TF in Endothelzellen in atherosklerotischen Plaques nachweisbar 
[Fisher et al. 1987]. Experimentell kann die endotheliale TF-Expression durch 
verschiedene Substanzen, aber auch durch Zell-Zell-Interaktionen oder Sauerstoffmangel 
hervorgerufen werden (Tabelle 3).  
Tabelle 3:  Induktion endothelialer TF-Synthese 
 physiologische 
Agenzien: 
IL-1, IL-2 
TNFα 
Thrombin 
Carlsen et al. 1988 
Bevilacqua et al. 1986 
Galdal et al. 1985 
 exogene Agenzien: bakterielle Lipopolysac-
charide, Phorbolester 
Lyberg et al. 1981 
 Sonstiges: Adhärenz aktivierter 
Plättchen 
Hypoxie 
Johnsen et al. 1983 
 
Gertler et al. 1991 
 
Nach Induktion der TF-Synthese ist neben membranständigem auch intrazellulärer TF 
nachweisbar [Ryan et al. 1992, Camerer et al. 1996]. Jedoch aktivieren nicht alle TF-
Moleküle, die die Zelloberfläche erreichen, die Gerinnung. Als kryptischer TF wird 
membranständiges gerinnungsinaktives Protein bezeichnet, das z. B. erst durch die 
Präsentation von Phosphatidylserin funktionell aktiv werden kann [Rao et al. 1998]. 
• Methoden zur TF-Bestimmung 
Zur Bestimmung der TF-Expression von Zellen werden verschiedene Methoden 
herangezogen. Durch Präparation der TF-mRNA kann die Induktion der TF-Synthese 
nachgewiesen werden, damit ist jedoch eine Aussage über das tatsächlich vorhandene 
Protein nicht möglich [Rao et al. 1998]. Die ELISA-Technik ermöglicht eine quantitative 
Bestimmung des TF-Antigens [Albrecht et al. 1992]. Dazu ist jedoch eine Zelllyse 
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erforderlich, intrazellulärer und membranständiger TF können nicht mehr unterschieden 
werden. Durch Markierung des TF-Antigens auf intakten, fixierten Zellen kann TF 
immunhistochemisch nachgewiesen oder durch FACS-Analyse in markierten 
Zellsuspensionen quantitativ bestimmt werden [Luther et al. 1990]. Die beschriebenen 
immunologischen Methoden erfassen jedoch nicht die Aktivität des TF-Proteins, inaktives 
Protein wird mitbestimmt [Camerer et al. 1996, Rao et al. 1998]. 
Aktivitätsbestimmungen basieren auf der Gerinnungsaktivierung durch den TF-FVIIa-
Komplex. Einfachste Variante ist der Zusatz eines Zelllysates zu Citratplasma und die 
Bestimmung der Gerinnungszeit nach Recalcifizierung [Luther et al. 1990, Albrecht et al. 
1992]. Bei diesen Bestimmungen wird die Gesamtaktivität von intrazellulärem und 
membranständigem TF ermittelt, die außerdem noch durch die bei der Zelllyse 
freigesetzten Phospholipide deutlich gesteigert wird [Rao 1992].  
Zur Bestimmung von membranständigem TF kann die prokoagulatorische Aktivität 
intakter Zellen gemessen werden. Dazu wird den Zellen Plasma oder ein 
Gerinnungsfaktorenkonzentrat zugesetzt und die Aktivierung von FX oder Prothrombin 
mit chromogenen oder fluorogenen Substraten gemessen [Pouplard et al. 1995, Surprenant 
et al. 1989]. Die FXa- oder Thrombinkonzentrationen spiegeln den Grad der 
Gerinnungsaktivierung am willkürlich festgelegten Zeitpunkt der Messung wider.  
Soll die prokoagulatorische Aktivität der Zellen als Summe aller die Gerinnung 
beeinflussenden Faktoren bestimmt werden, ist es aussagekräftiger, die jeweilige 
Enzymkonzentration über einen längeren Zeitraum zu verfolgen. Die Fläche unter der 
Konzentration-Zeit-Kurve spiegelt Ausmaß und Geschwindigkeit der Enzymaktivität am 
besten wider. Eine solche Methode beschreiben Catalioto et al. [1996]. Glatten 
Muskelzellen (smooth muscle cells, SMC) der Vena saphena wird Plasma in niedriger 
Konzentration zugesetzt und recalcifiziert. Diesen Ansätzen werden dann wiederholt 
Proben entnommen, in denen anschließend die Thrombinkonzentration bestimmt wird 
(Subsampling-Technik). Diese Methode ist enorm arbeits- und zeitaufwändig und bietet 
dabei nur einen geringen Probendurchsatz.  
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• Der Thrombinbildungstest – eine Methode zur Charakterisierung der Gerinnungs-
aktivität von Plasma 
Zur Bestimmung des Gerinnungsstatus eines Patienten wird bei Bestimmung der 
Aktivierten Partiellen Thromboplastinzeit oder bei der Prothrombinzeit Plasma aktiviert 
und die Zeit bis zur Gerinnung der Probe gemessen. Diese tritt schon bei einer Thrombin-
konzentration von 10-20 nmol/l im Ansatz ein, der weitere Anstieg auf Werte bis zu 100-
300 nmol/l Thrombin, vor allem nach extrinsischer Aktivierung, kann durch diese Metho-
den nicht abgebildet werden [Hemker et al. 1993]. Erst mit dem von Hemker et al. [1993] 
beschriebenen Thrombinbildungstest wurde die Darstellung der Gerinnungsaktivierung im 
Plasma durch kontinuierliche Bestimmung der Thrombinkonzentration über die Zeit 
möglich. Die Methode wurde von Prasa et al. weiterentwickelt und zur Untersuchung der 
Wirksamkeit von Antikoagulantien eingesetzt [Prasa et al. 1997a, b].  
Im Thrombinbildungstest wird plättchenarmem Plasma (platelet poor plasma, PPP) ein 
spezielles chromogenes Thrombinsubstrat zugesetzt, die Gerinnung extrinsisch oder 
intrinsisch aktiviert und die optische Dichte über 15 min im Sekundentakt gemessen. Das 
chromogene Substrat muss dabei selektiv durch Thrombin gespalten werden. Da der 
Einfluss des chromogenen Substrates auf die Wechselwirkungen des Thrombins mit seinen 
physiologischen Reaktionspartnern und Inhibitoren möglichst gering sein soll, muss das 
Substrat eine geringe Affinität zu Thrombin, also einen hohen Km-Wert aufweisen und in 
entsprechend niedriger Konzentration im Ansatz vorliegen. Vorraussetzung für den 
proportionalen Zusammenhang von Spaltungsrate und Enzymkonzentration ist aber, dass 
die Substratkonzentration während der Messung nahezu konstant bleibt (d. h. 
Substratumsatz < 10 %), somit muss das Substrat einen niedrigen kcat-Wert aufweisen. 
Wenn diese von Hemker et al. [1993] postulierten Bedingungen erfüllt sind, kann aus der 
Messkurve und den Substratkonstanten die Thrombinkonzentration in Abhängigkeit von 
der Zeit berechnet werden (Abbildung 4). 
Nach der Gerinnungsaktivierung kommt es zu einem massiven Anstieg der 
Thrombinaktivität (exponentielle Zunahme der Extinktion). Nach etwa fünf Minuten 
nimmt die Messkurve einen linearen Verlauf (Abbildung 4a). Da die 
Substratumsatzgeschwindigkeit zum Zeitpunkt t der vorliegenden Thrombinaktivität 
proportional ist, können durch Differenzierung der Extinktionsänderung nach der Zeit 
Thrombinbildungskurven berechnet werden (Abbildung 4b).  
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Abb. 4: Kontinuierliche Messung der Thrombinbildung in plättchenarmem Plasma 
(extrinsische Aktivierung durch TF-Zusatz) nach Prasa et al. [1997b]  
a: Messkurve (Substratspaltung durch freies Thrombin und α2M-gebundenes 
Thrombin) sowie berechnete Kurve (Substratspaltung durch freies Thrombin) 
b: Thrombinkonzentration-Zeit-Kurven 
 13
Freies Thrombin wird durch seine endogenen Inhibitoren Antithrombin und α2-
Makroglobulin (α2M) gehemmt und somit unter physiologischen Bedingungen die 
Fibrinogenspaltung unterbunden. α2M-gebundenes Thrombin bleibt gegenüber 
niedermolekularen Verbindungen, wie dem eingesetzten chromogenen Substrat, aktiv. Die 
Extinktionsänderung setzt sich daher aus der Spaltungsleistung von freiem und α2M-
gebundenem Thrombin zusammen. Die α2M-Konzentration ist zwar vom Spender 
abhängig, bleibt jedoch unter der Messung konstant. Daher kann der Anteil der 
Substratspaltung durch den α2M-Thrombin-Komplex und damit die enzymatische 
Aktivität des freien Thrombins einfach berechnet werden (Abbildung 4a). Sind 
Thrombinbildung und -inaktivierung abgeschlossen, ändert sich die Konzentration des 
α2M-Thrombin-Komplexes nicht mehr, die Messkurve nimmt einen linearen Verlauf. Wird 
dieser lineare Anteil von der Messkurve abgezogen, stellt die Differenz die auf freiem 
Thrombin beruhende Extinktion dar. Liegt kein freies Thrombin mehr vor, verläuft die 
berechnete Extinktions-Zeit-Kurve parallel zur Zeit-Achse. 
Abbildung 4b zeigt die aus der Messkurve berechneten Thrombinbildungskurven. Sowohl 
die Fläche unter der Kurve für freies und α2M-gebundenes Thrombin (area under the 
curve, AUC) als auch für freies Thrombin, spiegeln Ausmaß und Geschwindigkeit der 
Thrombinbildung wieder. Die Fläche, die die Konzentrations-Zeit-Kurve für freies 
Thrombin einschließt, wurde von Hemker et al. 1993 als Endogenes Thrombinpotential 
bezeichnet und dient als Maß für das Gerinnungspotential einer Plasmaprobe.  
 14
• Zielstellung 
Ziel dieser Arbeit war die Entwicklung einer einfachen und leicht durchzuführenden 
Methode zur Bestimmung der prokoagulatorischen Aktivität von Zellen. Als Maß dafür 
sollten nicht TF-mRNA- oder Antigengehalt der Zellen dienen, sondern die 
Gerinnungsaktivität intakter Zellen als Summe aller diesen Prozess beeinflussenden 
Faktoren bestimmt werden.  
Nach entsprechender Anpassung auf Messungen in Gegenwart von Zellen könnte der 
Thrombinbildungstest geeignet sein, zellbedingte prokoagulatorische Aktivität zu erfassen. 
Dazu sollte zunächst am Modell von Endothelzellen aus Nabelschnurvenen (HUVEC) die 
Testentwicklung betrieben und die erhaltenen Ergebnisse mit denen bisher gebräuchlicher 
Methoden verglichen werden. In weiteren Versuchen sollte dann die Methode auf andere 
Zelltypen übertragen werden.  
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3 Ergebnisse und Diskussion 
3.1 Bestimmung der prokoagulatorischen Aktivität von Endothelzellen 
mittels diskontinuierlicher Messung der Thrombinbildung 
Die Methodenentwicklung begann zunächst mit der Überprüfung, ob die 
prokoagulatorische Aktivität von HUVEC durch Messung der zellbedingten 
Thrombinbildung erfasst werden kann. Ferner ist für die Suche nach einem zur 
kontinuierlichen Bestimmung der Thrombinbildung geeigneten chromogenen Substrat eine 
repräsentative Thrombinbildungskurve erforderlich, die die zellbedingte Thrombinbildung 
widerspiegelt. An Hand dieser Kurve kann in einem Simulationsprogramm (siehe Punkt 
4.3.4) der zu erwartende Verlauf einer durch kontinuierliche Messung erfassten 
Thrombinbildungskurve in Abhängigkeit von der Substratkonzentration und den 
kinetischen Konstanten des eingesetzten Substrates berechnet werden. Sind die Verläufe 
von experimentell ermittelter und simulierter Thrombinbildungskurve vergleichbar, eignet 
sich das gewählte Substrat zur kontinuierlichen Bestimmung der Thrombinbildung. 
Zur Bestimmung der zellbedingten Thrombinbildung als Maß für die prokoagulatorische 
Aktivität der Zellen wurde die von Catalioto et al. [1996] beschriebene Methode 
modifiziert (Bretschneider et al. [2000], siehe Punkt 4.3.2). Catalioto et al. untersuchten 
den Effekt von Thrombininhibitoren auf die durch glatte Muskelzellen der Vena 
umbilicalis induzierte Thrombinbildung. Dazu wurden konfluente Muskelzellen mit 2,5 % 
recalcifiziertem humanen plättchenreichen Plasma in Puffer inkubiert. Zu vorgegebenen 
Zeitpunkten wurde in aliquoten Teilen des Zellüberstandes die Thrombinkonzentration 
bestimmt.  
Zur Bestimmung der durch HUVEC induzierten Thrombinbildung wurden Endothelzellen 
auf 6-Loch-Platten zu konfluenten Zellrasen herangezüchtet und anschließend mit TNFα 
zur TF-Expression angeregt. Im Hinblick auf die angestrebte kontinuierliche Bestimmung 
der zellbedingten Thrombinbildung, die durch die Anwesenheit von Plättchen im Ansatz 
gestört wird, wurde in plättchenarmem Plasma (PPP) gemessen. Dabei zeigte sich jedoch, 
dass es unter den gewählten Versuchsbedingungen bei der von Catalioto et al. [1996] 
angegebenen Plasmakonzentration von 2,5 % im Inkubationsansatz Gerinnsel enstehen. 
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Deshalb wurde dem Ansatz ein Inhibitor der Fibrinpolymerisation (Pefabloc FG) 
zugesetzt.  
Im Inkubationsansatz wurde bei einem Zusatz von 2,5 % PPP nur wenig Thrombin 
gebildet (maximal 5 nmol/l, Ergebnisse nicht abgebildet). Die Plasmakonzentration im 
Inkubationsansatz wurde deshalb auf 10 % erhöht. Da Citratplasma verwendet wird, muss 
bei Erhöhung des Plasmaanteils im Ansatz auch die Calciumkonzentration erhöht werden, 
damit die überschüssigen Citratmoleküle abgesättigt werden und eine zur Gerinnung 
ausreichend hohe Konzentration an freiem Calcium vorliegt. Dem Inkubationsansatz 
wurden daher verschiedene Calciumkonzentrationen von 0,5 bis 10 mmol/l zugesetzt und 
die zellgetriggerte Thrombinbildung bestimmt. Bei einer zu hohen Calciumkonzentration 
kann es jedoch zu Zellveränderungen und Zerstörung der Monolayer kommen. Deshalb 
wurden die Zellen vor und nach der Messung mikroskopisch untersucht und nach dem 
Versuch die Ausbildung der Monolayer und die Anwesenheit abgelöster Zellen im 
Überstand bewertet.  
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Abb. 5: Diskontinuierliche Messung der Thrombinbildung in Gegenwart von 
Endothelzellen, Abhängigkeit von der TNFα-Konzentration (Stimulationsdauer 5 h; 
MW, n = 6) 
Im Ergebnis dieser Versuche wurde eine Calciumkonzentration von 4 mmol/l im Ansatz 
eingesetzt, da bei dieser Konzentration die gemessene zellbedingte Thrombinbildung 
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maximal ist. Bei dieser Konzentration erscheinen die Monolayer mikroskopisch intakt, und 
es sind nur wenige abgelöste Zellen im Überstand zu finden. Höhere 
Calciumkonzentrationen führen zu Vakuolisierung und Separation der Zellen bis hin zu 
verstärktem Ablösen vom Plattenmaterial.  
Abbildung 5 zeigt die durch HUVEC induzierte Thrombinbildung in recalcifiziertem 
Citratplasma. Nach Recalcifizierung kommt es bereits in Gegenwart unstimulierter 
Endothelzellen zur Bildung von Thrombin. Die Thrombinkonzentration im Ansatz steigt 
über 30 Minuten bis auf 4 nmol/l an und fällt dann langsam ab. In Gegenwart von 
Endothelzellen, die zuvor zur Expression von TF angeregt wurden, sind Ausmaß und 
Geschwindigkeit der Thrombinbildung im Vergleich zu unstimulierten Zellen deutlich 
erhöht. Nach ca. 20-30 Minuten durchlaufen die Thrombinbildungskurven stimulierter 
Zellen ein Maximum (ca. 7 –10 nmol/l in Abhängigkeit von der vorangegangenen 
Stimulation). In den letzten 20 Minuten der Messung sinkt die Thrombinkonzentration nur 
leicht ab, vergleichbar der Thrombinbildungskurve unstimulierter Endothelzellen. Mit 
zunehmender Konzentration des Stimulans TNFα steigt die zellbedingte Thrombinbildung. 
Zur maximalen Stimulation der Zellen ist eine Konzentration von 200 IE/ml TNFα 
ausreichend, eine weitere Erhöhung der Stimuluskonzentration verursacht keine Steigerung 
von Ausmaß und Geschwindigkeit der Thrombinbildung. In Ansätzen ohne Zellen kommt 
es nach ca. 40 Minuten zu einer geringen Thrombinbildung (bis zu 0,5 nmol/l Thrombin), 
welche auf eine Gerinnungsaktivierung bei der Blutentnahme zurückgeführt werden kann 
[von Depka Prondzinski 2002].  
Die in Gegenwart stimulierter Endothelzellen (200 IE/ml TNFα) ermittelte 
Thrombinbildungskurve wurde in das Simulationsprogramm (siehe Punkt 4.3.4) 
übertragen, das bei der Suche nach einem zur kontinuierlichen Bestimmung der 
Thrombinbildung geeigneten chromogenen Substrat eingesetzt wurde.  
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3.2 Entwicklung eines Testansatzes zur Bestimmung der prokoagulato-
rischen Aktivität von Endothelzellen mittels kontinuierlicher Messung 
der Thrombinbildung 
3.2.1 Suche nach einem geeigneten Thrombinsubstrat 
Da zur kontinuierlichen Bestimmung der zellgetriggerten Thrombinbildung ein geeignetes 
chromogenes Substrat gefunden werden muss, welches die von Hemker et al. [1993] 
postulierten Anforderungen erfüllt (Erläuterung in der Einleitung), wurden zunächst bei 
einer umfangreichen Serie an chromogenen Substraten die Km- und kcat-Werte für die 
Spaltung durch Thrombin bestimmt. Die Substratkonzentration für die Messung der 
Thrombinbildung wurde mit 0,5 mmol/l im Ansatz festgelegt, demzufolge musste nach 
Hemker et al. [1993] der Km-Wert des gesuchten Substrates größer als 0,5 mmol/l sein, um 
den Einfluss des Substrates auf die Wechselwirkung des Thrombins mit seinen natürlichen 
Reaktionspartnern gering zu halten. Das gesuchte Substrat darf nur langsam durch 
Thrombin gespalten werden. Im Gegensatz zu herkömmlichen Thrombinsubstraten muss 
kcat daher niedrige Werte aufweisen.  
Die Eignung der ausgewählten Substrate zur kontinuierlichen Bestimmung der 
Thrombinbildung wurde mit Hilfe eines Simulationsprogramms geprüft (siehe Punkt 
4.3.4). Unter Verwendung der kinetischen Konstanten des jeweiligen Substrates, der 
Substratkonzentration im Ansatz und der experimentell ermittelten 
Thrombinbildungskurve (Abbildung 5, Thrombinbildung in Gegenwart stimulierter 
HUVEC: 200 IE/ml TNFα, 5 h) wurden der zu erwartende Substratumsatz, die 
Extinktionsänderung und die sich daraus ergebende Thrombinbildungskurve berechnet. 
Für die ausgewählten Substrate sind die entsprechenden Konstanten und berechneten 
Werte in Tabelle 4 angeben. Zum Vergleich mit den ausgewählten Substraten wurde mit 
SC10 ein zu Thrombin hochaffines Substrat herangezogen, das schnell durch Thrombin 
gespalten wird.  
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Bei den ausgewählten Substraten steigen mit zunehmendem Quotienten kcat/Km die 
Extinktionswerte und der Substratumsatz an. Bei den Substraten SC1-9 ist der 
Substratumsatz < 5 %, d. h. die Ausgangskonzentration bleibt während der Messung 
nahezu konstant, und die Thrombinkonzentration kann ausreichend genau aus der 
Substratumsatzgeschwindigkeit berechnet werden. Die Substrate SC1 und 2 haben 
allerdings sehr niedrige kcat-Werte, so dass die Extinktionszunahme über einen 
Messzeitraum von 60 min den Wert von 0,02 nicht übersteigt. Die Genauigkeit der 
Messung ist damit ungenügend.  
Da für die Auswahl eines Substrates auch dessen Selektivität gegenüber Thrombin von 
Bedeutung ist, wurden neben den Km- und kcat-Werten für Thrombin diese Konstanten 
auch für Faktor Xa bestimmt (Tabelle 5). Die Spaltung durch FXa ist bei Substrat SC6 am 
geringsten. Es eignet sich daher in Verbindung mit den kinetischen Konstanten für 
Thrombin (Tabelle 4) am besten für die kontinuierliche Bestimmung der zellgetriggerten 
Thrombinbildung.  
Tabelle 5:  Quotient kcat/Km der chromogenen Substrate für Faktor Xa 
 Substrat kcat/Km [l∗s-1∗mmol-1]  
für FXa 
 SC3 0,738* 
 SC4 13,9 
 SC5 7,76 
 SC6 0,211+ 
 SC7 5,37 
 SC8 5,80 
 SC9 6,28 
* nach Hemker et al. [1993], + nach Prasa et al. [1997a] 
Abbildung 6 zeigt die Simulation der kontinuierlichen Messung der Thrombinbildung in 
Gegenwart von Endothelzellen bei Verwendung von SC6. Neben der experimentell 
ermittelten Thrombinbildungskurve (∆) ist der berechnete Kurvenverlauf mit SC6 
(0,5 mmol/l, A) dargestellt.  
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Abb. 6: Diskontinuierliche Messung der Thrombinbildung in Gegenwart von 
Endothelzellen ∆ (Stimulation mit 200 IE/ml TNFα, 5 h; siehe auch Abbildung 5), 
Vergleich mit dem berechneten Kurvenverlauf für eine kontinuierliche Bestimmung 
der Thrombinbildung mit 0,5 mmol/l SC6 (A) und SC10 (B: 0,5 mmol/l und C: 
2,0 mmol/l) 
Die durch diskontinuierliche Messung der Thrombinbildung ermittelte (∆) und für SC6 
berechnete Kurve (A) verlaufen deckungsgleich. Zum Vergleich wurden auch die 
Thrombinbildungskurven abgebildet, die unter Verwendung von SC10 (kcat/Km = 30.500 
l∗s-1∗mmol-1) zu erwarten wären (B: SC10-Konzentration 0,5 und C: 2,0 mmol/l). Bei 
einer SC10-Konzentration von 0,5 mmol/l wird nur der Beginn der experimentell 
ermittelten Thrombinbildungskurve korrekt wiedergegeben (B), nach ca. 16 min ist das 
chromogene Substrat nahezu verbraucht. Bei Erhöhung der SC10- Konzentration auf 
2,0 mmol/l (C) ist das Substrat nach ca. 40 min vollständig umgesetzt. 
3.2.2 Kontinuierliche Bestimmung der zellbedingten Thrombinbildung mit dem 
chromogenen Substrat SC6 
Unter Verwendung von SC6 als chromogenem Substrat wurde nun die Thrombinbildung in 
Gegenwart von Endothelzellen kontinuierlich bestimmt. Dazu wurden HUVEC auf 
Mikrotiterplatten ausgesät und zur Expression von TF angeregt. Zur Entfernung von 
Zelltrümmern wurden die Zellrasen nach der Stimulation gewaschen. Anschließend wurde 
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ein Ansatz aus 10 % plättchenarmem Citratplasma, SC6 und Pefabloc FG zugesetzt. Durch 
Zusatz von Calciumionen (4 mmol/l im Ansatz) wurde die Thrombinbildung ausgelöst und 
die durch Substratspaltung bedingte pNA-Freisetzung über 60 min in Abständen von 30 s 
gemessen. Abbildung 7a zeigt die Messkurven. Aus der Änderung der Extinktion zu jedem 
Zeitpunkt der Reaktion (= Geschwindigkeit des Substratumsatzes) wurde die 
Thrombinkonzentration berechnet (Abbildung 7b). Die Thrombinbildungskurven setzen 
sich zusammen aus freiem und α2M-gebundenem Thrombin. 
Die Thrombinbildungskurven verlaufen ähnlich denen ermittelt durch diskontinuierliche 
Bestimmung der Thrombinbildung. Bei kontinuierlicher Bestimmung der zellbedingten 
Thrombinbildung wird jedoch schneller und mehr Thrombin gebildet, da das Verhältnis 
von Zellzahl zu Ansatzvolumen bei der kontinuierlichen Messung im Gegensatz zur 
Messung mit wiederholter Probennahme verändert ist. Dadurch wird eine Überprüfung des 
Substratverbrauches im Verlauf der Reaktion erforderlich, um die Bedingungen zur 
Berechnung der Thrombinkonzentration einzuhalten. Unter den gegebenen Bedingungen 
liegt der Substratverbrauch unter 3 %. 
Ebenso wie bei der Subsampling-Methode sind auch bei kontinuierlicher Bestimmung 
Ausmaß und Geschwindigkeit der Thrombinbildung von stimulierten im Vergleich zu 
unstimulierten Zellen erhöht. Nach ca. 15 min ist die Thrombinkonzentration gemessen in 
Gegenwart stimulierter und nach ca. 25 min gemessen in Gegenwart unstimulierter Zellen 
maximal (20 bzw. 12 nmol/l). Im weiteren Verlauf nimmt die Thrombinkonzentration 
zunächst rasch und gegen Ende der Messung etwas langsamer ab.  
Überraschend ist die prokoagulatorische Aktivität der unstimulierten Zellen. Sie könnte auf 
eine Aktivierung von Prekallikrein zurückgeführt werden [Røjkjær et al. 1998], wie unter 
Punkt 3.3.4 überprüft wird. Eine Ursache für die Grundaktivität im Plasma könnte eine 
Aktivierung der Gerinnung bei der Blutentnahme durch Ausschwemmung von TF aus dem 
verletzten Gewebe sein [von Depka Prondzinski 2002]. Ebenso wäre eine 
Kontaktaktivierung des Spenderplasmas im Entnahmesystem oder auf dem Plattenmaterial 
im Verlauf der Messung denkbar [von Depka Prondzinski 2002]. Da die Flächen unter den 
Thrombinbildungskurven (AUC) Ausmaß und Geschwindigkeit der Thrombinbildung 
widerspiegeln und damit als Maß für die prokoagulatorische Aktivität der untersuchten 
Zellen dienen, wurden zu jeder Messung die AUC-Werte ermittelt. 
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Abb. 7:  Kontinuierliche Messung der Thrombinbildung in Gegenwart von 
Endothelzellen (Aussaat von 7500 Zellen je Vertiefung auf der Mikrotiterplatte; 
Stimulation mit 200 IE/ml TNFα, 5 h; Reaktionsansatz mit 10 % Plasma, 4 mmol/l 
CaCl2; MW, n = 6) a: Messkurven, b: Thrombinbildungskurven 
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3.2.3 Suche nach der optimalen Plasma- und Calciumkonzentration im Ansatz 
Für die kontinuierliche Bestimmung der zellgetriggerten Thrombinbildung wurde der 
Plasmaanteil im Ansatz variiert. Da die Menge der im Plasma vorliegenden 
Gerinnungsfaktoren die Thrombinbildung limitieren kann, müssen sie im Überschuss 
vorliegen, sodass die gemessene Thrombinbildung nur von der prokoagulatorischen 
Aktivität der eingesetzten Zellen abhängt.  
1 2 4 6 8 10 12 14 16 18 20 24 28 32
0
500
1000
1500
2000
2500
3000
∗
 A
U
C
 [n
m
ol
   
m
in
/l]
 Calciumkonzentration [mmol/l]
Abb. 8: Kontinuierliche Bestimmung der Thrombinbildung in Gegenwart von HUVEC, 
Abhängigkeit der Flächen unter den Thrombinbildungskurven (AUC) von der 
Calciumkonzentration bei einem Plasmaanteil von 50 % im Ansatz (Aussaat von 
7500 Zellen je Vertiefung der Mikrotiterplatte; Stimulation mit 200 IE/ml TNFα, 
5 h; MW + s, n = 6) 
Zur Festlegung der einzusetzenden Plasmamenge wurde diese von 10 % bis zu 70 % im 
Ansatz erhöht, wobei auch jeweils die entsprechende optimale Calciumkonzentration 
ermittelt werden musste. Exemplarisch für die Optimierung der Calciumkonzentration bei 
Veränderung der Plasmaanteile im Ansatz zeigt Abbildung 8 die Abhängigkeit der Fläche 
unter der Thrombinbildungskurve vom CaCl2-Zusatz bei einem Plasmaanteil von 50 %. 
Bei Calciumkonzentrationen von 1 bzw. 2 mmol/l liegen die Citratmoleküle zunächst im 
Überschuss vor, erst bei einer Calciumkonzentration von 4 mmol/l kommt es zu einer 
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deutlichen Thrombinbildung im Ansatz. Wird die Gerinnung mit einer Konzentration von 
12 mmol/l Calcium ausgelöst, sind Ausmaß und Geschwindigkeit der Thrombinbildung in 
Gegenwart der Endothelzellen maximal. Eine weitere Erhöhung der Calciumkonzentration 
im Ansatz bewirkt keine weitere Steigerung der AUC. Bei 12 mmol/l CaCl2 bleiben die 
Zellrasen mikroskopisch intakt, erst bei höheren Calciumkonzentrationen sind vermehrt 
Zelltrümmer im Überstand (= Reaktionsansatz) zu finden.  
In gleicher Weise wurde die optimale Calciumkonzentration bei Einsatz verschiedener 
Plasmaanteile im Ansatz ermittelt. Tabelle 6 zeigt die Ergebnisse dieser Versuchsreihe. 
Neben der Plasmamenge ist die optimale Calciumkonzentration im Ansatz angegeben. 
Tabelle 6:  Kontinuierliche Messung der Thrombinbildung in Gegenwart von HUVEC: 
Optimale Calciumkonzentration bei vorgegebenem Plasmaanteil im Ansatz 
und die entsprechende Flächen unter den Thrombinbildungskurven 
 Plasmaanteil 
[%] 
Calcium-
konzentration 
[mmol/l] 
AUC [nmol∗min/l] 
MW ± s, n = 6 
 10 4 879 ± 243 
 20 6 1823 ± 259 
 30 8 2188 ± 131 
 40 10 1958 ± 287 
 50 12 2388 ± 123 
 70 16 2166 ± 157 
 
 26
Mit steigender Plasmamenge sind Ausmaß und Geschwindigkeit der Thrombinbildung im 
Ansatz erhöht, wobei auch der Anteil abgestorbener Zellen im Überstand abnimmt. Mit 
Erhöhung des Plasmaanteils kommt es jedoch zu einer Änderung des Kurvenverlaufs. Bei 
10 % Plasma im Ansatz durchlaufen die Thrombinbildungskurven ein Maximum 
(Abbildung 7). Wird jedoch mehr Plasma zugesetzt, geht der massive Anstieg der 
Thrombinkonzentration unmittelbar nach der Recalcifizierung in einen leichten Anstieg 
zum Ende der Messzeit über (siehe Abbildung 9). Offensichtlich wird der Verlauf der 
Thrombinbildungskurven vom Angebot der Gerinnungsfaktoren mitbestimmt Eine 
Ursache könnte das veränderte Verhältnis von gebildetem Thrombin zu den vorhandenen 
endogenen Thrombininhibitoren sein. Bei 10 % Plasma beträgt die Konzentration des 
gebildeten Thrombins maximal 20 nmol/l. Die Erhöhung des Plasmaanteils auf das 
Fünffache führt jedoch nur zu einer 2,5-fachen Steigerung der maximalen 
Thrombinkonzentration auf etwa 50 nmol/l. Die Ergebnisse weiterer Untersuchungen zum 
Verlauf der Thrombinbildungskurven sind unter Punkt 3.3.5 aufgeführt. 
Oberhalb von 30 % im Ansatz beeinflusst der Plasmaanteil Ausmaß und Geschwindigkeit 
der zellbedingten Thrombinbildung nicht mehr (Tabelle 6). Um einerseits möglichst 
günstige Bedingungen für die Zellen zu schaffen, sollte der Plasmaanteil im Ansatz 
möglichst hoch sein, andererseits musste aber für die Abklärung des Messsignals genügend 
Volumen für den Zusatz von Inhibitoren oder Antikörpern bleiben. Für weitere Versuche 
wurde daher die Plasmamenge auf 50 % bei einer Calciumkonzentration von 12 mmol/l im 
Ansatz festgelegt.  
3.2.4 Suche nach der optimalen Pefabloc FG-Konzentration im Ansatz 
Zur Hemmung der Fibrinpolymerisation wurde den Messansätzen H-Gly-Pro-Arg-Pro-OH 
(Pefabloc FG) zugesetzt, um eine Polymerisation des Fibrins und damit Veränderung der 
optischen Dichte zu verhindern. Zum Auffinden der optimalen H-Gly-Pro-Arg-Pro-OH-
Konzentration wurde die zellinduzierte Thrombinbildung bei verschiedenen 
Inhibitorkonzentrationen (0,5 – 6,0 mg/ml) gemessen. Bei 3 mg/ml H-Gly-Pro-Arg-Pro-
OH im Ansatz findet keine Gerinnung der Reaktionsansätze statt. Um die Polymerisation 
sicher zu verhindern, wurde die H-Gly-Pro-Arg-Pro-OH-Konzentration mit 4 mg/ml im 
Ansatz festgelegt.  
3.2.5 Die optimale Zellzahl 
Die Ausbildung von intakten Zellrasen in den Vertiefungen der Mikrotiterplatten ist 
abhängig von der Zellzahl bei der Aussaat und der Kulturdauer bis zur Messung. Für die 
Versuchsreihen erwies sich eine Kulturdauer von drei Tagen als günstig. Deshalb wurde 
die Ausbildung von Monolayern bei einer Aussaat von 2500; 5000; 7500 und 10.000 
Zellen je Vertiefung der Mikrotiterplatten untersucht und deren prokoagulatorische 
Aktivität nach drei Tagen in Kultur gemessen. Abbildung 9 zeigt die resultierenden 
Thrombinbildungskurven. Die Thrombinbildung in Gegenwart von HUVEC ist von der 
Zellzahl je Vertiefung der Mikrotiterplatte abhängig. Je mehr Zellen ausgesät wurden, 
desto mehr Thrombin wird im Ansatz gebildet (sowohl bei Messung in Gegenwart 
 27
stimulierter als auch unstimulierter Zellen, Thrombinbildungskurven unstimulierter Zellen 
nicht abgebildet).  
Bei Aussaat von 2500 bzw. 5000 Zellen je Vertiefung wird nach drei Tagen keine 
Konfluenz erreicht. Erst die Aussaat von 7500 bzw. 10.000 Zellen führt nach drei Tagen in 
Kultur zu konfluenten Monolayern. Bei Aussaat von 10.000 Zellen je Vertiefung wachsen 
allerdings sehr dichte Zellrasen heran. Im Überstand der Kulturen befinden sich abgelöste 
Zellen und die Adhärenz der Zellen an das Plattenmaterial ist im Vergleich zu Monolayern, 
basierend auf einer Aussaat von 7500 Zellen je Vertiefung, verringert. Dies führt zu einer 
größeren Streuung der Messwerte. Für alle weiteren Versuche wurde die Aussaat der 
Zellen auf 7500 je Vertiefung bei einer Kulturdauer von drei Tagen festgelegt. 
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Abb. 9: Kontinuierliche Bestimmung der Thrombinbildung in Gegenwart von HUVEC, 
Abhängigkeit der Thrombinbildung von der Zellzahl je Vertiefung der 
Mikrotiterplatte bei der Aussaat (Kulturdauer 3 d; Stimulation mit 200 IE/ml TNFα, 
5 h; MW, n = 6) 
Zur Ausschaltung von Fehlern durch heterogenes Zellwachstums wurden in allen 
folgenden Versuchen auf jeder Mikrotiterplatte die Zellen in einigen Vertiefungen lysiert 
und der Proteingehalt bestimmt. Von den jeweiligen Zielgrößen Thrombinkonzentration 
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bzw. Fläche unter der Thrombinbildungskurve werden zunächst die entsprechenden 
Leerwerte für Bestimmungen ohne Zellen abgezogen und die Differenz auf den 
durchschnittlichen Proteingehalt pro Vertiefung der Mikrotiterplatte bezogen.  
3.2.6 Einfluss der Zellstimulation auf die zellbedingte Thrombinbildung 
Zur Stimulation von Endothelzellen kann eine Vielzahl von Agenzien dienen [Rapaport et 
al. 1995, Camerer et al. 1996]. Häufig wird zur Induktion von TF auf Endothelzellen 
TNFα  eingesetzt, z. B. führt eine Stimulation mit 500 IE/ml TNFα  nach 6 Stunden zu 
einer deutlichen TF-Expression [Belivacqua et al. 1986, Conway et al. 1989].  
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Abb. 10: Thrombinbildung in Gegenwart von HUVEC in Abhängigkeit von der TNFα-
Konzentration bei der Stimulation (Stimulationsdauer 5h; MW, n = 6) 
In dieser Versuchsreihe wurden die optimalen Stimulationsbedingungen ermittelt, die zu 
einer Maximierung des Messsignales bei Bestimmung der zellbedingten Thrombinbildung 
führen. Nach Entfernen des Wachstumsmediums wurde den Endothelzellen ein 
Leermedium mit 0,25 % humanem Serumalbumin (HSA) zugesetzt, mit verschiedenen 
TNFα-Konzentrationen inkubiert und nach 5 h die Thrombinbildung kontinuierlich 
gemessen (Abbildung 10). Tabelle 7 listet die zugehörigen Werte für die Flächen unter den 
Thrombinbildungskurven auf.  
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Tabelle 7:  Kontinuierliche Bestimmung der Thrombinbildung in Gegenwart von HUVEC, 
Abhängigkeit der Flächen unter den Thrombinbildungskurven AUC von der 
TNFα-Konzentration (Stimulationsdauer 5h) 
 TNFα 
[IE/ml] 
AUC  
[nmol∗min/l∗µg Protein] 
MW ± s, n = 6 
 0 103,4 ± 22,2 
 50 211,8* ± 25,3 
 100 249,7* ± 42,4 
 200 302,7* ± 62,1 
 400 311,3* ± 59,9 
* signifikanter Unterschied zur unstimulierten Kontrolle (p < 0,05) 
Mit zunehmender TNFα-Konzentration sind Ausmaß und Geschwindigkeit der 
Thrombinbildung signifikant gegenüber der prokoagulatorischen Aktivität unstimulierter 
Endothelzellen erhöht. Bei Stimulation der Zellen mit 400 IE/ml TNFα unterscheidet sich 
die Fläche unter der Thrombinbildungskurve nicht mehr signifikant von den Ergebnissen 
einer Stimulation mit 200 IE/ml TNFα (p < 0,05).  
Neben der TNFα-Konzentration hat die Stimulationsdauer einen deutlichen Einfluss auf 
das Ausmaß der zellbedingten Thrombinbildung. Stimulierte HUVEC weisen ihre 
maximale prokoagulatorische Aktivität vier bis acht Stunden nach Zugabe 
inflammatorischer Agenzien auf, welche nach 20-30 Stunden wieder auf die 
Ausgangswerte abgesunken ist [Busso et al. 1991].  
Endothelzellen aus Nabelschnurvenen wurden mit 200 IE/ml TNFα für die Dauer von 1; 3; 
5 und 7 Stunden stimuliert. Nach Messung der zellgetriggerten Thrombinbildung wurden 
die Flächen unter den Thrombinbildungskurven ermittelt und gegen die Stimulationsdauer 
aufgetragen (Abbildung 11). 
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Abb. 11: Kontinuierliche Bestimmung der Thrombinbildung in Gegenwart von HUVEC, 
AUC in Abhängigkeit von der Stimulationsdauer (TNFα-Konzentration 200 IE/ml; 
MW + s, n = 6; * signifikanter Unterschied zur entsprechenden unstimulierten 
Kontrolle, p < 0,05) 
Mit zunehmender Stimulationsdauer steigt die prokoagulatorische Aktivität der 
Endothelzellen an. Nach 3-, 5- und 7-stündiger TNFα-Stimulation ist die zellbedingte 
Thrombinbildung im Vergleich zu unstimulierten Zellen signifikant erhöht. Diese 
Abhängigkeiten zeigen sich auch bei Stimulation der Zellen mit 50; 100 oder 400 IE/ml 
TNFα (Ergebnisse nicht abgebildet). Bei längeren Stimulationszeiten bis zu 24 Stunden 
sinkt die prokoagulatorische Aktivität der Zellen wieder ab, die Ausgangswerte werden 
annähernd wieder erreicht (AUC: 143 ± 79 nmol∗min/l∗µg Protein für zellbedingte 
Thrombinbildung bei Stimulation der Zellen mit 200 IE/ml TNFα, 24 h). Die starke 
Streuung ist auf zunehmende Ablösung der Zellen und Zerstörung der Monolayer 
zurückzuführen.  
Als Standardstimulation für weitere Versuche wurden die Zellen mit 200 IE/ml TNFα für 
5 h inkubiert. 
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3.2.7 Zusammenfassung: Optimierter Messansatz zur kontinuierlichen Bestimmung 
der Thrombinbildung in Gegenwart von HUVEC – Qualität der Methode 
• Messansatz: 
Als Ergebnis der vorangegangenen Untersuchungen ergab sich der folgende optimierte 
Versuchansatz. In die Vertiefungen von Mikrotiterplatten werden 7500 Endothelzellen 
ausgesät. Innerhalb von drei Tagen wachsen adhärente Monolayer heran, die mit 200 IE/ml 
TNFa für 5 h stimuliert wurden. Nach Entfernen der Zellüberstände und Waschen der 
Monolayer wird der Messansatz zugesetzt (Tabelle 8). Die Reaktion wird durch Zusatz der 
CaCl2-Lösung gestartet und die p-Nitroanilin-Freisetzung alle 30 s über 60 min gemessen 
und aus der Substratumsetzungsgeschwindigkeit die Thrombinkonzentration berechnet. 
Tabelle 8:  Messansatz zur Bestimmung der zellbedingten Thrombinbildung: 
  Volumen [µl] 
 Puffer B 50 
 PPP 125 
 Pefabloc FG (40 mg/ml in Puffer B) 25 
 SC6 (5 mmol/l) 25 
 CaCl2 (120 mmol/l) 25 
 
• Bestimmung des relativen Variationskoeffizienten: 
Nach Durchführung des Thrombinbildungstestes an verschiedenen Tagen wurden die 
ermittelten AUC-Werte durch Berechnung des relativen Variationskoeffizienten 
verglichen. Genauso wie innerhalb der Messungen wurden dabei relative 
Variationskoeffizienten unter 3 % ermittelt.  
3.2.8 Vergleich der diskontinuierlichen und der kontinuierlichen Bestimmung der 
zellbedingten Thrombinbildung 
Durch eine vergleichende Versuchsreihe wurde die zellinduzierte Thrombinbildung sowohl 
kontinuierlich als auch diskontinuierlich bestimmt, um die Ergebnisse der hier 
vorgestellten Methode mit der bereits bekannten Subsampling-Technik zu vergleichen. Die 
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Thrombinbildungskurven, ermittelt mit beiden Methoden, sollten keine Unterschiede 
aufweisen. Um Unterschiede im Verhältnis von Zellzahl und Ansatzvolumen 
auszuschließen wurde für die diskontinuierliche Bestimmung der gleiche Testansatz wie 
der unter Punkt 4.3.5 aufgeführte Testansatz zur kontinuierlichen Bestimmung der 
Thrombinbildung zu den Zellrasen auf den Mikrotiterplatten gegeben. Für die 
diskontinuierliche Messung wurde das chromogene Substrat durch Wasser ersetzt.  
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Abb. 12: Vergleich kontinuierlicher und diskontinuierlicher Bestimmung der 
Thrombinbildung in Gegenwart stimulierter Endothelzellen (Stimulation mit 
200 IE/ml TNFα, 5 h; MW, n = 6) 
Nach Recalcifizierung der Ansätze wurde auf einer Mikrotiterplatte kontinuierlich die 
Substratspaltung durch Thrombin gemessen, während auf der anderen Platte ohne SC6-
Zusatz zu den entsprechenden Zeitpunkten Proben entnommen und darin die 
Thrombinkonzentration bestimmt wurde (diskontinuierliche Messung). Dabei wurde für 
jeden Messpunkt je eine Vertiefung der Mikrotiterplatte vorgesehen, um durch wiederholte 
Probennahme aus einer Vertiefung das Verhältnis von Zellzahl und Ansatzvolumen nicht 
zu verändern. Bei beiden Methoden wurde die ermittelte Thrombinkonzentration um die 
Leerwerte korrigiert, auf den entsprechenden Proteingehalt bezogen und gegen die Zeit 
aufgetragen (Abbildung 12). Die auf unterschiedlichem Weg ermittelten 
Thrombinbildungskurven verlaufen nahezu deckungsgleich. Die Flächen unter den 
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Kurven, 318 ± 48 nmol∗min/l∗µg Protein, ermittelt durch kontinuierliche Messung, und 
342 ± 63 nmol∗min/l∗µg Protein, berechnet nach diskontinuierlicher Messung, unter-
scheiden sich nicht signifikant (p < 0,05). 
Die neue Methode liefert bei deutlich geringerem Arbeitsaufwand die gleichen Ergebnisse 
wie die bereits etablierte und anerkannte Methode. 
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3.3 Thrombinbildung in Gegenwart von Endothelzellen – Analyse des 
Messsignales 
3.3.1 Hemmung der zellbedingten Thrombinbildung durch antiTF-Antikörper 
Nach der Erarbeitung der Methode sollte nun untersucht werden, durch welche Faktoren 
die prokoagulatorische Aktivität der HUVEC bestimmt wird. Hauptsächlich sollte diese 
auf die TF-Expression nach TNFα-Stimulation zurückzuführen sein. 
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Abb. 13: Hemmung der zellbedingten Thrombinbildung mit antiTF-Antikörpern VD8 und 
VIC7, (Stimulation mit TNFα 200 IE/ml, 5 h; MW + s, n = 6; ∗ signifikanter Unter-
schied zur Kontrolle, p < 0,05) 
Zur Bestimmung der TF-Abhängigkeit der zellbedingten Thrombinbildung wurden 
Hemmversuche mit antiTF-Antikörpern (antiTF-AK) durchgeführt (Abbildung 13). 
Eingesetzt wurden die Antikörper VD8 und VIC7 (Epitop: VD8 Reste 1-25, VIC7 Reste 
181-214 der extrazellulären TF-Domäne nach [Magdolen et al. 1998]) und ein die 
Gerinnung nicht beeinflussender Kontrollantikörper. Die Hemmung der Thrombinbildung 
wurde wie folgt quantifiziert: nach Bestimmung der zellbedingten Thrombinbildung 
wurden die Flächen unter den Thrombinbildungskurven ermittelt, um die Leerwerte 
korrigiert und die verbleibende Aktivität nach Hemmung als Prozentsatz der 
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entsprechenden Kontrolle angegeben (= Aktivität in Prozent der Kontrolle). Der 
Kontrollantikörper beeinflusst die zellbedingte Thrombinbildung nicht (Ergebnisse nicht 
abgebildet). 
Der Zusatz von antiTF-AK führt zu einer signifikanten, konzentrationsabhängigen  
Hemmung der Thrombinbildung induziert durch stimulierte HUVEC. Die in Gegenwart 
unstimulierter Zellen gemessene Thrombinbildung wird übereinstimmend mit Ikeda et al. 
[1997] ebenfalls durch antiTF-AK reduziert, wobei es bei Zusatz von VIC7 im Gegensatz 
zu VD8 zu einer geringen, aber signifikanten Hemmung kommt. Auf unstimulierten Zellen 
ist unter den gewählten Kulturbedingungen also auch TF-Antigen nachweisbar.  
AntiTF-AK hemmen jedoch die prokoagulatorische Aktivität stimulierter Zellen jedoch 
deutlich stärker. Im Vergleich der beiden Antikörper zeigt VIC7 insgesamt eine größere 
Hemmaktivität als VD8, beruhend auf den verschiedenen Angriffspunkten am TF-
Molekül. Übereinstimmend mit den Befunden von Magdolen et al. [1998] führt eine 
Blockade der Reste 181-214 der extrazellulären TF-Domäne (FVIIa-unabhängige 
Bindungsstelle) zu einem stärkeren Verlust prokoagulatorischer Aktivität des TF-Moleküls 
als eine Blockade der Reste 1-25. Im Versuch kann die zellbedingte Thrombinbildung 
jedoch nicht vollständig durch antiTF-AK gehemmt werden (bis auf 35,5 ± 12 % bei einer 
VIC7-Konzentration von 10 µg/ml). Die Erhöhung der AK-Konzentration auf 20 µg/ml 
führt nicht zu weiterer Reduktion der prokoagulatorischen Aktivität der Zellen (Ergebnisse 
nicht abgebildet).  
3.3.2 Hemmung der zellbedingten Thrombinbildung mit inaktiviertem FVIIa 
Nach Kjalke et al. [1998] konkurriert inaktivierter FVIIa (FVIIai) mit plasmatischem 
FVIIa um TF-Bindungsstellen und führt somit zu einer Erniedrigung TF-bedingter 
prokoagulatorischer Aktivität. Die zellbedingte Thrombinbildung sollte also auch durch 
Zusatz von FVIIai reduziert werden. Vielleicht könnte durch FVIIai-Zusatz die 
prokoagulatorische Aktivität der Zellen weiter reduziert werden als in den 
Hemmversuchen mit antiTF-AK. FVIIa wurde dazu mit 1,5-Dansyl-Glu-Gly-Arg-
Chlormethylketon inaktiviert und dem Messansatz zugefügt. Abbildung 14 zeigt die 
verbleibende prokoagulatorische Aktivität stimulierter HUVEC.  
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FVIIai führt zu einer signifikanten, konzentrationsabhängigen Hemmung der 
Thrombinbildung in Gegenwart stimulierter Zellen bis zu einer verbleibenden 
Gerinnungsaktivität von 31,4 ± 19 % (100 nmol/l FVIIai). Die prokoagulatorische 
Aktivität unstimulierter Zellen wird nur unwesentlich durch FVIIai-Zugabe beeinflusst 
(Ergebnisse nicht abgebildet).  
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Abb. 14: Kontinuierliche Bestimmung der Thrombinbildung in Gegenwart von HUVEC, 
Hemmung der Thrombinbildung mit inhibiertem FVIIa (Stimulation mit TNFα 
200 IE/ml, 5 h; MW ± s, n = 6, ∗ signifikante Hemmung der Thrombinbildung im 
Vergleich zur Kontrolle, p < 0,05) 
Es zeigt sich, dass sowohl bei FVIIai- als auch bei antiTF-AK-Zusatz der nichthemmbare 
Anteil der zellbedingten Gerinnungsaktivität vergleichbar ist.  
3.3.3 Beitrag apoptotischer Zellen zum Messsignal 
Da die zellbedingte Thrombinbildung durch antiTF-AK- oder FVIIai-Zusatz nicht 
vollständig hemmbar ist, sind weitere Faktoren, die zur Gerinnungaktivierung beitragen, zu 
berücksichtigen.  
Nach Apoptoseinduktion nimmt bei vaskulären Endothelzellen [Greeno et al. 1996 und 
Bombeli et al. 1997] bzw. glatten Muskelzellen [Flynn et al. 1997] die prokoagulatorische 
Aktivität durch verstärkte Präsentation von Phosphatidylserin und Verlust 
antikoagulatorischer Membrankomponenten zu. Die Stimulation von HUVEC mit TNFα 
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führt neben der TF-Expression auch zu Apoptoseinduktion [Slowik et al. 1997], 
demzufolge kann die verstärkte Phospholipidpräsentation derartig veränderter Zellen zur 
zellgetriggerten Thrombinbildung beitragen. Sollten die Versuchsbedingungen zu einer 
Anreicherung apoptotischer Zellen führen, wie im Folgenden geprüft, ist deren Beitrag zur 
zellbedingten Thrombinbildung zu berücksichtigen. 
Beim apoptotischen Zelltod kommt es zu Vakuolisierung der Plasmamembran, 
Kondensation des Zytoplasmas und Aktivierung einer endogenen Endonuclease. Diese 
spaltet den DNA-Doppelstrang in Mono- und Oligonucleosome. Die DNA in den 
Nucleosomen ist durch Assoziation mit den Core-Histonen vor der Spaltung durch die 
Endonuclease geschützt [Burgoyne et al. 1974, Stach et al. 1979]. Die Plasmamembran 
bleibt im frühen Apoptosestadium intakt, es kommt daher zu einer Anreicherung von 
Mono- und Oligonucleosomen [Duke et al. 1986], die mittels ELISA-Technik 
nachgewiesen wurden.  
Da in jeder Zellkultur je nach Kulturbedingungen ein bestimmter Prozentsatz toter Zellen 
vorliegt, kann nur der Anreicherungsfaktor apoptotischer Zellen in den Ansätzen bestimmt 
werden. Bei einem Anreicherungsfaktor von 1 ist der Anteil apoptotischer Zellen in Probe 
und Kontrolle gleich. Bei einem Wert größer 1 ist der Anteil apoptotischer Zellen in der 
Probe im Vergleich zur Kontrolle erhöht. Geprüft wurde jeweils gegen Zellen zu 
Versuchsbeginn, also noch vor der Stimulation.  
Fünf Stunden nach Umsetzen der Endothelzellen auf das Stimulationsmedium und 
Inkubation mit 200 IE/ml TNFα beträgt der Anreicherungsfaktor 4,87 ± 1,83. Aber auch 
schon der Wechsel vom Wachstums- zum Stimulationsmedium führt zu einer deutlichen 
Zunahme apoptotischer Zellen in den Monolayern (Anreicherungsfaktor 3,88 ± 2,12). Der 
Unterschied in der Anreicherung apoptotischer Zellen bei einer zusätzlichen TNFα-
Stimulation ist jedoch nicht signifikant (p < 0,05). Somit kann auch die vermehrte 
Präsentation zellständiger Phospholipide zur prokoagulatorischen Aktivität sowohl 
stimulierter als auch unstimulierter Endothelzellen beitragen. Die Phospholipide bilden die 
Matrix, für die ebenfalls negativ geladenen Gerinnungsfaktoren, wobei Calciumionen als 
Bindeglied fungieren. In vivo kommt es somit zu einer Fokussierung des 
Gerinnungsprozesses auf einen begrenzten Bereich [von Depka Prondzinski 2002]. 
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3.3.4 Hemmung der zellbedingten Thrombinbildung mit C1-Esterase-Inhibitor 
Neben der verstärkten Präsentation von Phospholipiden auf der Zelloberfläche kann auch 
eine Aktivierung verschiedener Gerinnungsfaktoren des intrinsischen Systems einen 
Beitrag zur zellgetriggerten Thrombinbildung leisten.  
Das wurde durch den Zusatz von C1-Esterase-Inhibitor (C1-INH) zum Messansatz geprüft. 
C1-INH ist ein endogener Inhibitor des Complementsystems der auch die an der Frühphase 
der Gerinnung beteiligten Enzyme Plasmakallikrein, FXIIa und FXIa hemmt [Joseph et al. 
2001].  
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Abb. 15: Kontinuierliche Bestimmung der Thrombinbildung in Gegenwart von HUVEC, 
Hemmung der Thrombinbildung mit C1-Esterase-Inhibitor (C1-INH; Stimulation 
mit TNFα 200 IE/ml, 5 h; MW + s, n = 6; ∗ signifikanter Unterschied zur 
Kontrolle, p < 0,05) 
Abbildung 15 zeigt die verbleibende prokoagulatorische Aktivität unstimulierter und 
stimulierter Endothelzellen in Gegenwart verschiedener C1-INH-Konzentrationen. Der 
Zusatz von C1-INH führt zu einer konzentrationsabhängigen Hemmung der zellbedingten 
Thrombinbildung. Auf Grund der begrenzten Löslichkeit des Inhibitors beträgt die 
maximal mögliche C1-INH-Konzentration 10 E/ml im Ansatz. Es konnte also nicht geprüft 
werden, ob durch eine weitere Erhöhung der C1-INH-Konzentration eine stärkere 
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Hemmung der prokoagulatorischen Aktivität errreicht wird. Die prozentuale Hemmung der 
Gerinnungsaktivität durch C1-INH ist bei unstimulierten Zellen deutlich größer als bei 
stimulierten Zellen. Bei unstimulierten Zellen beträgt die verbleibende prokoagulatorische 
Aktivität nach einem C1-INH-Zusatz von 10 E/ml 27,2 %. Wird zusätzlich der antiTF-AK 
VIC7 zugegeben, sinkt die prokoagulatorische Aktivität der Zellen auf 24,6 % (nicht 
signifikant im Vergleich zu Hemmung mit C1-INH allein). Bei stimulierten Zellen wird 
die prokoagulatorische Aktivität durch C1-INH weniger stark beeinflusst, die verbleibende 
Aktivität beträgt 64,1 % der ungehemmten Kontrolle bei einem Zusatz von 10 E/ml C1-
INH. Bei stimulierten Endothelzellen bestimmt vorrangig der membranständige TF die 
zellbedingte prokoagulatorische Aktivität. Deshalb führt erst der Zusatz des antiTF-AK 
VIC7 zu einer deutlichen Reduktion der in Gegenwart stimulierter HUVEC gemessenen 
Thrombinbildung. Die Hemmeffekte des C1-Esterase-Inhibitors und des Antikörpers 
gegen TF addieren sich.  
In guter Übereinstimmung mit den Befunden von Røjkjær et al. [1998] kann 
zusammenfassend gefolgert werden, dass die zellbedingte Thrombinbildung als Maß für 
die prokoagulatorische Aktivität der Endothelzellen bei unstimulierten Zellen vorwiegend 
auf einer Aktivierung der Gerinnung über das intrinsische System beruht. Zusätzlich ist bei 
antiTF-AK-Zusatz, wenn auch nicht signifikant, eine Hemmung der zellbedingten 
Thrombinbildung nachweisbar, die Gerinnung wird zum Teil also auch extrinsisch 
aktiviert. Bei Ikeda et al. [1997] ist ebenfalls eine Hemmung der prokoagulatorischen 
Aktivität unstimulierter Endothelzellen durch Zusatz von antiTF-AK gezeigt. Bei 
stimulierten HUVEC läuft die Gerinnungsaktivierung in erster Linie über den TF/ FVIIa-
Komplex. Die Aktivierung des intrinsischen Gerinnungsweges spielt eine untergeordnete 
Rolle.  
3.3.5 Vergleich der Thrombinbildungskurven bei unterschiedlicher Art der 
Aktivierung  
In vorangegangenen Untersuchungen wurde geklärt, welche Faktoren die 
prokoagulatorische Aktivität der Endothelzellen beeinflussen, die durch kontinuierliche 
Bestimmung der Thrombinkonzentration im Plasma ermittelt wird. Der Verlauf der 
Thrombinkonzentration über die Zeit kann jedoch sehr unterschiedlich ausfallen, was 
bereits bei dem Einsatz unterschiedlicher Plasmaanteile im Messansatz auffiel (Punkt 
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3.2.3). Noch deutlicher ist der Unterschied im Verlauf der Thrombinkonzentrations-Zeit-
Kurven im Vergleich zu den Befunden von Hemker et al. [1993] und Prasa et al. [1997a].  
In diesen Versuchen wird die Gerinnung in plättchenarmem Plasma mit TF, 
Phospholipiden und Calciumionen aktiviert. Innerhalb der Messzeit von ca. 16 min kommt 
es zu einer massiven Thrombinbildung (Abbildung 4). Die Thrombinbildungskurven 
durchlaufen ein ausgeprägtes Maximum. Im Gegensatz zum herkömmlichen 
Thrombinbildungstest ist die zellbedingte Gerinnungsaktivierung im Plasma sichtlich 
verlangsamt. Die Thrombinbildungskurven steigen zu Beginn der Messung deutlich an, um 
im weiteren Versuchsverlauf abzuflachen. Ein deutliches Maximum (Peak) ist nicht 
erkennbar.  
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Abb. 16: Kontinuierliche Bestimmung der Thrombinbildung in Gegenwart von HUVEC, 
Zusatz von TF zu unstimulierten Zellen () und Vergleich mit stimulierten Zellen 
(⋅⋅⋅⋅⋅; Stimulation mit TNFα 200 IE/ml, 5 h; MW, n = 6) 
Ausgehend von der Überlegung, dass bei Hemker und Prasa deutlich mehr exogener TF für 
die Aktivierung der extrinsischen Gerinnung zugesetzt wird als bei der zellgetriggerten 
Aktivierung auf der Zelloberfläche verfügbar ist, wurde zunächst der Einfluss von TF auf 
den Verlauf der Thrombinbildungskurve untersucht. Zu unstimulierten HUVEC wurde TF 
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gegeben, um konzentrationsabhängig die Auswirkungen auf den Verlauf der 
Thrombinbildungskurven zu zeigen (Abbildung 16). Mit steigender TF-Konzentration im 
Ansatz nimmt die zellgetriggerte Thrombinbildung zu. Die lineare Abhängigkeit der AUC-
Werte vom TF-Zusatz ist in Abbildung 17 dargestellt. Die unter Zusatz von 0,23 und 
0,15 ng/ml TF zu unstimulierten Zellen gemessenen Thrombinbildungskurven wurden aus 
Gründen der Übersichtlichkeit in Abbildung 16 nicht eingezeichnet. TF-Konzentration und 
AUC-Werte korrelieren sehr gut (R = 0,985; p < 0,05).  
Wie aus Abbildung 16 ersichtlich, durchlaufen die Thrombinbildungskurven ab einem TF-
Zusatz von 0,31 ng/ml zu unstimulierten Zellen ein Maximum. Bei niedrigeren TF-
Konzentrationen ist ein Anstieg der Thrombinkonzentration innerhalb der ersten zehn 
Minuten nach der Recalcifizierung zu verzeichnen, danach flachen die 
Thrombinbildungskurven ab.  
Zum Vergleich wurde parallel die durch stimulierte Zellen getriggerte Thrombinbildung 
ohne weiteren TF-Zusatz gemessen. Die ermittelte Fläche unter der 
Thrombinbildungskurve, aufgenommen in Gegenwart stimulierter HUVEC, beträgt 271 ± 
25 nmol∗min/l∗µg Protein, was einem TF-Zusatz von ca. 0,18 ng/ml zu unstimulierten 
Zellen entspräche. Übereinstimmend mit Diquélou et al. [1995] exprimieren HUVEC also 
nur wenig TF. Bei Bestimmung der zellgetriggerten Thrombinbildung wird somit nur 
langsam wenig Thrombin frei, welches durch endogene Thrombininhibitoren sofort 
inaktiviert werden kann. Da der durch Antithrombin gehemmte Anteil nicht messbar ist, 
durchlaufen die in Gegenwart von HUVEC ermittelten Thrombinbildungskurven kein 
Maximum.  
Entspricht die prokoagulatorische Aktivität stimulierter HUVEC einem TF-Zusatz von 
etwa 0,18 ng/ml, wird hingegen die Gerinnung bei Prasa et al. [1997b] in plättchenarmem 
Plasma mit der mehr als 60fachen TF-Konzentration (12 ng/ml) bei gleichzeitiger 
Phospholipidzugabe aktiviert.  
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Abb. 17: Kontinuierliche Bestimmung der Thrombinbildung in Gegenwart von HUVEC, 
AUC in Abhängigkeit vom TF-Zusatz zu unstimulierten Zellen (MW ± s, n = 6) 
Da die Präsentation von Phosphatidylserin z. B. auf Plasmamembranen apoptotischer 
Zellen ebenfalls zu einer Erhöhung der zellbedingten prokoagulatorischen Aktivität führt 
[Greeno et al. 1996, Bombeli et al. 1997, Flynn et al. 1997, Butenas et al. 2001], wurde 
auch der Einfluss von Phospholipiden (PL) auf die Thrombinbildung untersucht. Dazu 
wurde in Ansätzen ohne Zellen bei konstantem TF-Gehalt die PL-Konzentration variiert 
(Abbildung 18). Durch die massive Verstärkung der Thrombinbildung im Plasma reicht es 
aus, die Reaktion über einen Zeitraum von 20 min nach Recalcifizierung zu verfolgen. 
Übereinstimmend mit den Befunden von Butenas et al. [2001] führt eine Erhöhung der PL-
Konzentration bei konstantem TF-Gehalt zu einer Steigerung der Thrombinbildung.  
Ab einer PL-Konzentration von 0,05 µmol/l im Ansatz durchlaufen die 
Thrombinbildungskurven ein ausgeprägtes Maximum (etwa sechs Minuten nach der 
Recalcifizierung). Der Anstieg der Thrombinkonzentration ist um so steiler, je höher die 
PL-Konzentration im Ansatz ist. Damit verkürzt sich auch die Zeit bis zum Erreichen des 
Maximums.  
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Abb. 18: Kontinuierliche Bestimmung der Thrombinbildung in PPP in Abhängigkeit von 
der Phospholipidkonzentration; Thrombinbildungskurven aufsteigend bei einer PL-
Konzentration von 0; 0,001; 0,005; 0,01; 0,05; 0,1; 0,5; 1 bzw. 2 µmol/l im Ansatz 
(TF-Konzentration 0,122 ng/ml; MW, n = 6) 
Da die Thrombinbildung – wie gezeigt – auch von der PL-Konzentration abhängig ist, 
muss in Übereinstimmung mit Bombeli et al. [1997] angenommen werden, dass auch die 
prokoagulatorische Aktivität von HUVEC vom PL-Gehalt der Plasmamembranen 
beeinflusst werden kann. Im Falle stimulierter Zellen führt die PL-Präsentation vor allem 
zu einer lokalen Verstärkung der TF-Aktivität (siehe auch Punkt 3.3.3).  
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3.4 Thrombinbildung in Gegenwart von Endothelzellen - Vergleich mit 
etablierten Methoden zur Bestimmung zellulären Tissue Factors 
• Bestimmung der TF-mRNA  
Da, wie eingangs beschrieben, verschiedene Methoden zur TF-Bestimmung herangezogen 
werden können, wurde bei den im Modell eingesetzten HUVEC TF-mRNA und 
immunhistochemisch TF-Protein nachgewiesen.  
Zur Präparation der endothelialen TF-mRNA wurden HUVEC mit verschiedenen TNFα-
Konzentrationen stimuliert und lysiert. Zur internen Kontrolle des Gesamt-mRNA-
Gehaltes jeder Probe wurde parallel die mRNA der Glyceraldehyd-3-phosphat-
Dehydrogenase (GAPDH) präpariert. Nach Amplifikation wurden die PCR-Produkte auf 
einem Polyacrylamid-Gel aufgetrennt und durch Silberfärbung sichtbar gemacht 
(Abbildung 19).  
 
 
TF 
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 H2O  Proben 
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Abb. 19: Akkumulation von TF-Transkripten in Abhängigkeit von der Stimulation mit 
TNFα (Dauer: 5h) in HUVEC   
(Silberfärbung der in einem Polyacrylamid-Gel aufgetrennten PCR-Produkte) 
Die gleichmäßige Ausbildung der GAPDH-Banden zeigt an, dass für jede Probe 
tatsächlich die gleiche Menge Gesamt-mRNA zur reversen Transkription eingesetzt wurde, 
da sich der Gehalt an GAPDH-mRNA unter TNFα-Stimulation nicht verändert [Rao et al. 
1998]. Bereits in unstimulierten Zellen kann TF-mRNA in geringen Mengen nachgewiesen 
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werden. Nach Stimulation mit 50 IE/ml TNFα kommt es zu einer deutlichen 
Akkumulation von TF-Transkripten, die auch mit Erhöhung der Stimuluskonzentration 
nahezu unverändert erscheint.  
• Immunhistochemischer TF-Nachweis 
Nach dem TF-mRNA-Nachweis in HUVEC wurde die Lokalisation von TF-Protein in der 
Zelle bzw. auf der Zelloberfläche durch histochemische Färbetechniken abgeklärt 
[APAAP-Technik nach Cordell et al. 1984]. Bei Anwesenheit von TF-Antigen kommt es 
zu einer Rotfärbung im Präparat (Abbildung 20). 
Übereinstimmend mit Ryan et al. [1992] und Camerer et al. [1996] ist TF-Antigen sowohl 
intrazellulär als auch an der Zelloberfläche nachweisbar. In stimulierten Zellen zeigen sich 
deutliche punktförmige Reaktionen neben dem Kern (Abbildung 20b, großer Pfeil). 
Entsprechend der Lokalisation handelt es sich um den Golgi-Apparat, den Ort der 
Proteinbiosynthese. Neben dem Nachweis der TF-Synthese im Golgi-Apparat sind kleine 
rote Einschlüsse – die Transportgranula – erkennbar (Abbildung 20b, kleiner Pfeil). Die 
diffuse positive Reaktion stellt die TF-Oberflächenlokalisation dar.  
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eine Präsentation des TF-Antigens auf der Zelloberfläche unstimulierter Zellen kann 
basierend auf dem immunhistochemischen Nachweis keine Aussage getroffen werden. Da 
jedoch die zellbedingte Thrombinbildung mit antiTF-AK gehemmt wird, muss auch bei 
unstimulierten Zellen membranständiger TF vorliegen.  
• Korrelation der prokoagulatorischen Aktivität von HUVEC mit dem TF-Antigengehalt 
lysierter Zellen 
Durch mRNA- und Antigenbestimmung wurde der Weg von der Transkription zur 
Expression des TF-Proteins verfolgt. Zur Untersuchung des Zusammenhangs zwischen 
dem TF-Antigengehalt und der zellbedingten Thrombinbildung wurden Endothelzellen in 
einer weiteren Versuchsreihe mit verschiedenen TNFα-Konzentrationen inkubiert. Bei 
einem Teil der Zellen wurde die zellbedingte Thrombinbildung gemessen, ein anderer Teil 
wurde nach Stimulation lysiert und der TF-Antigengehalt mittels ELISA bestimmt 
[Albrecht et al. 1992].  
0,0 2,5 5,0 7,5 10,0
0
100
200
300
400
R=0,870
∗
∗
AU
C
 [n
m
ol
  m
in
/l 
 µ
g 
Pr
ot
ei
n]
TF [pg/µg Protein]
Abb. 21: Korrelation des TF-Antigengehaltes mit der prokoagulatorischen Aktivität von 
HUVEC 
Bestimmungen mit unstimulierten Zellen bzw. nach vorheriger Stimulation mit 
TNFα (Mittelwerte aus jeweils drei Einzelwerten) 
 47
 48
AUC-Werte und TF-Antigen wurden auf den durchschnittlichen Proteingehalt bezogen 
und die Werte korreliert (Abbildung 21). Da der Gesamt-TF-Gehalt der Zellen mit der 
AUC korreliert, müssen entweder alle TF-Moleküle membranständig oder intra- und 
extrazellulärer TF etwa gleich verteilt sein. Letzteres erscheint basierend auf den Ergeb-
nissen des immunhistochemischen Nachweises von intrazellulärem TF wahrscheinlicher.  
Im Vergleich zur Antigenbestimmung, die nur den Gehalt von TF unabhängig von seiner 
gerinnungsfördernden Aktivität erfasst, weist die kontinuierliche Messung der 
zellbedingten Thrombinbildung die Funktion von TF im Zusammenspiel mit anderen 
gerinnungsfördernden bzw. -hemmenden Faktoren der Zellen nach. Korreliert bei HUVEC 
der TF-Antigengehalt der lysierten Zellen mit der prokoagulatorischen Aktivität der 
intakten Zellen, so kann bei anderen Zelltypen der Gehalt an intra- und extrazellulärem TF 
deutlich voneinander abweichen und die Gerinnungsaktivität der intakten Zellen bei hohem 
TF-Gehalt trotzdem niedrig sein. 
Im Vergleich der verschiedenen Methoden zur TF-Bestimmung stellt die Messung der 
zellbedingten Thrombinbildung einen weiteren Baustein zur Beurteilung von 
Zelleigenschaften zur Verfügung.  
Durch PCR kann TF bereits auf der Ebene der Genexpression nachgewiesen werden. 
Jedoch erweist es sich im Ergebnis der TF-mRNA-Bestimmung, dass im Gegensatz zur 
zellbedingten Thrombinbildung eine Abhängigkeit der Akkumulation von TF-Transkripten 
von der TNFα-Konzentration bei der Zellstimulation nur in geringem Maße besteht. Die 
zellbedingte Thrombinbildung erreicht erst bei einer Stimulation der Zellen mit 200 IE/ml 
TNFα maximale Werte.  
Beim immunhistochemischen TF-Nachweis sind vorrangig Aussagen über die Verteilung 
des Proteins möglich. Weder die Bestimmung der TF-mRNA noch der immunhisto-
chemische TF-Nachweis erlauben Rückschlüsse auf die tatsächliche prokoagulatorische 
Aktivität von Zellen als Ausdruck aller die Gerinnung beeinflussenden Faktoren.  
Bei dem Modell HUVEC kann gezeigt werden, dass der Gesamt-TF-Gehalt, bestimmt 
mittels ELISA, mit Ausmaß und Geschwindigkeit der zellbedingten Thrombinbildung 
korreliert. Folglich kann hier mit beiden Methoden eine vergleichbare Aussage getroffen 
werden. Ob dieser Befund auch für andere Zelllinien zutrifft, wird im Folgenden geprüft 
(Punkt 3.5.3).  
3.5 Messung der prokoagulatorischen Aktivität anderer Zellarten 
3.5.1 Prokoagulatorische Aktivität von glatten Muskelzellen 
Nachdem die Methode am Modell der HUVEC erarbeitet und validiert war, wurde ihre 
Brauchbarkeit zum Nachweis von prokoagulatorischer Aktivität bei anderen Zellarten 
geprüft. Glatte Gefäßmuskelzellen (smooth muscle cells, SMC) tragen unter 
physiologischen Bedingungen TF auf ihrer Oberfläche [Edgington et al. 1991, Ruf et al. 
1994]. Bei Gefäßverletzung und somit Zerstörung der schützenden Endothelzellschicht 
kommt es zur Gerinnnungsaktivierung: die TF-Moleküle auf den glatten Muskelzellen 
initiieren den extrinsischen Gerinnungsweg im vorbeiströmenden Blut.  
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Abb. 22: Thrombinbildungskurven gemessen in Gegenwart von SMC, Einfluss der 
Zellzahl und Hemmung durch antiTF-AK (MW, n = 6) 
Zur Untersuchung der prokoagulatorischen Aktivität von SMC wurden die Zellen aus dem 
Probenmaterial (Vena saphena-Abschnitte, gewonnen für Bypass-Operationen) isoliert und 
auf Mikrotiterplatten ausgesät. Nach Zusatz des Messansatzes (siehe Punkt 4.3.5) wurde 
recalcifiziert und die pNA-Freisetzung als Maß für die Thrombinaktivität erfasst. 
Abbildung 22 zeigt die resultierenden Thrombinbildungskurven, die zugehörigen AUC-
Werte sind in Tabelle 9 dargestellt.  
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Mit steigender Zellzahl und folglich höherem TF-Gehalt nimmt die zellbedingte Throm-
binbildung zu, und damit auch die AUC-Werte (signifikanter Unterschied, p < 0,05). 
Insgesamt sind Ausmaß und Geschwindigkeit der Thrombinbildung induziert durch SMC 
vergleichbar mit der gemessen in Gegenwart von stimulierten HUVEC (siehe auch 
Abbildung 9).  
Durch den Zusatz von antiTF-AK VIC7 zu SMC wird die zellbedingte Thrombinbildung 
deutlich gehemmt, Tabelle 9 weist eine verbleibende Aktivität in Gegenwart von 10 µg/ml 
antiTF-AK zwischen 8,6 und 10,5 % aus. Die prokoagulatorische Aktivität glatter 
Muskelzellen ist stärker von TF abhängig als die von Endothelzellen, da die verbleibende 
Aktivität nach Hemmung mit dem antiTF-AK VIC7 bei SMC deutlich niedriger als bei 
HUVEC liegt (im Mittel 10% gegenüber 35,5 % Restaktivität bei Zusatz von 10 µg/ml 
VIC7 zu stimulierten HUVEC, siehe auch Abbildung 13). Auffallend ist die geringere 
Streuung um den Mittelwert im Vergleich zu Bestimmungen in Gegenwart von HUVEC. 
Bei mikroskopischer Untersuchung finden sich deutlich weniger SMC im Überstand als 
bei Messungen prokoagulatorischen Aktivität von Endothelzellen. 
Tabelle 9:  Thrombinbildung in Gegenwart von SMC  
 AUC [nmol * min/l], MW ± s, n = 6 
 
Aussaat von SMC je 
Ansatz ohne AK-Zusatz + 10 µg/ml VIC7 
verbleibende 
Aktivität [%] 
 2500 1330 ± 67,0 140 ± 9,5 10,5 ± 0,7 
 5000 2087 ± 41,9 208 ± 53,1 10,0 ± 2,6 
 7500 2611 ± 149,7 225 ± 47,9 8,6 ± 1,8 
 
3.5.2  Prokoagulatorische Aktivität von Monozyten 
Ebenso wie Endothelzellen exprimieren Monozyten unter physiologische Bedingungen 
keinen TF [Drake et al. 1989, Fleck et al. 1990, Østerud 1998]. Monozytärer TF kann 
durch verschiedene Stimuli wie bakterielle Lipopolysaccharide (LPS), Calciumionophore 
oder Interleukine induziert werden [Camerer et al. 1996].  
Zur Bestimmung der prokoagulatorischen Aktivität von Monozyten wurden diese aus dem 
Citratblut freiwilliger Spender isoliert, auf Mikrotiterplatten gebracht und nach Adhärenz 
mit LPS stimuliert. Nach 5 h wurde die durch Monozyten induzierte Thrombinbildung 
gemessen (Abbildung 23) und untersucht, ob und in welchem Maß diese durch einen 
antiTF-AK hemmbar ist. Die LPS-Stimulation der Monozyten führt zu einem Anstieg ihrer 
prokoagulatorischen Aktivität. Die Grundaktivität unterscheidet sich jedoch von Spender 
zu Spender. Diese Unterschiede müssen direkt aus den Zelleigenschaften abgeleitet 
werden, da für alle Spender Präparation und Stimulation der Monozyten gleichzeitig und 
unter identischen Bedingungen erfolgte. Durch Zugabe des antiTF-AK VIC7 kann die 
durch stimulierte Monozyten induzierte Thrombinbildung mindestens auf das Maß der 
durch unstimulierte Monozyten hervorgerufenen Thrombinbildung gehemmt werden. Bei 
Spender 2 und 3 ist bereits bei unstimulierten Monozyten TF exprimiert, deren 
prokoagulatorische Aktivität ist mit antiTF-AK zum Teil hemmbar.  
0 10 20 30 40 50 60
0
2
4
6
a
c
b
d
Spender 1
*
Th
ro
m
bi
n 
[n
m
ol
/l 
 µ
g 
Pr
ot
ei
n]
Zeit [min]
0 10 20 30 40 50 60
0
2
4
6
8
10 a
c
b
d
Spender 2
*
Th
ro
m
bi
n 
[n
m
ol
/l 
 µ
g 
Pr
ot
ei
n]
Zeit [min]
0 10 20 30 40 50 60
0
5
10
15
20
a
c
b
d
Spender 3
*
Th
ro
m
bi
n 
[n
m
ol
/l 
 µ
g 
Pr
ot
ei
n]
Zeit [min]
 
 51
Abb. 23: Thrombinbildungskurven gemessen in Gegenwart von Monozyten 
verschiedener Spender (LPS-Stimulation: 10 µg/ml, 5 h, MW aus 6 Einzelwerten) 
a: stimulierte Monozyten  
b: stimulierte Monozyten + VIC7 10 µg/ml 
c: unstimulierte Monozyten 
d: unstimulierte Monozyten + VIC7 10 µg/ml 
 52
3.5.3 Bestimmung der prokoagulatorischen Aktivität weiterer Zelllinien mit dem 
Thrombinbildungstest und Vergleich der Ergebnisse mit etablierten Methoden 
Die Anwendung des Thrombinbildungtestes wurde ausgeweitet auf Zellarten, die nicht 
unmittelbar mit dem Gerinnungsgeschehen in Zusammenhang stehen, von denen aber 
bekannt ist, dass sie ebenfalls TF exprimieren. Zum Vergleich wurde die 
prokoagulatorische Aktivität der Zellen mit dem Trombinbildungstest und einem 
Gerinnungstest bestimmt sowie TF durch einen ELISA quantifiziert, um Vor- und 
Nachteile der neuen Methode gegenüber etablierten Verfahren zu ermitteln. Im 
Gerinnungstest wurden Zelllysate zu Plasma gegeben und die Zeit bis zur Gerinnung der 
Ansätze gemessen. Für die Versuche wurden Zellen mit unterschiedlicher TF-Expression 
eingesetzt. Tabelle 10 listet Herkunft und Eigenschaften der eingesetzten Zelllinien auf.  
Tab. 10:  Herkunft und TF-Antigen-Gehalt der Zelllinien  
A: nicht tumorigene Zelllinien: 
 Zelllinie Herkunft TF-Antigen 
 L132 humane embryonale, 
epitheliale 
Lungenzelllinie° 
TF-Aktivität in der 
Lunge hoch# 
 Fibroblasten human, gewonnen aus 
Vollhaut 
positiv* 
 HaCaT humane Keratinozyten positiv+ 
° Bradburne [1969], # Astrup [1965], * Siegbahn et al. [2000], + Camerer et al. [1999] 
B: humane Zelllinien abgeleitet von Mammakarzinomen: 
 Zelllinie TF-Antigen 
 MCF7 positiv#,* 
 Hs578T positiv* 
 734B nicht beschrieben
# Müller et al. [1993], * Barendsz-Janson [1998] 
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Abb. 24: Thrombinbildungskurven gemessen in Gegenwart verschiedener Zellarten  
(MW, n = 3):  
A: L132 (a); Fibroblasten (b); HaCaT (c) 
B: MCF7 (a); Hs578T (b); 734B (c) 
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Abb. 25: Korrelation von Thrombinbildung, TF-Antigengehalt und prokoagulatorischer 
Aktivität in einem Gerinnungstest  
a: TF-Antigengehalt mit AUC-Werten 
b: Gerinnungstest mit AUC-Werten 
c: TF-Antigengehalt mit Gerinnungstest (bei Korrelation HaCaT-Zellen nicht 
einbezogen) 
Die verschiedenen Zelllinien zeigen deutliche Unterschiede in ihrer prokoagulatorischen 
Aktivität (Abbildung 24). Wie in der Literatur beschrieben, ist in Fibroblasten und den 
Zelllinien L132, HaCaT, MCF7 und Hs578T TF nachweisbar. Die zellbedingte 
Thrombinbildung kann durch den antiTF-AK VIC7 signifikant gehemmt werden (p < 0,05; 
bei einem Zusatz von 10 µg/ml). In Gegenwart von 734B-Zellen wird nur wenig Thrombin 
gebildet.  
Im Gegensatz zu den Endothelzellen korreliert jedoch die im Thrombinbildungstest 
gemessene prokoagulatorische Aktivität der oben genannten Zellen nicht mit dem TF-
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Antigengehalt der lysierten Zellen (Abbildung 25a). Auch die prokoagulatorische Aktivität 
der Zelllysate und die zellbedingte Thrombinbildung weisen keinen linearen 
Zusammenhang auf (R in beiden Fällen < 0,3, Abbildung 25b). Ein steigender TF-
Antigengehalt der gesamten Zelle bedeutet also nicht gleichzeitig auch eine Steigerung der 
prokoagulatorischen Aktivität der Zelloberfläche. In derartig gelagerten Fällen führt die 
Erforschung der Ursachen für die ausgewiesenen Diskrepanzen zu weiteren Erkenntnissen 
über Verteilung und Funktion von TF in der betreffenden Zelllinie. Die Bestimmung aus 
den Zelllysaten, nämlich die prokoagulatorische Aktivität im Gerinnungstest und der TF-
Antigengehalt weisen dagegen eine lineare Abhängigkeit auf (Abbildung 25c, R = 0,882). 
Allerdings wurden die Befunde für HaCaT-Zellen mit auffallend hohem TF-Gehalt bei der 
Korrelation nicht berücksichtigt.  
Mit dem herkömmlichen Gerinnungstest wird die prokoagulatorische Aktivität von 
Zelllysaten untersucht. Durch die Zelllyse ist jedoch eine Unterscheidung zwischen intra- 
und extrazellulär exprimierten TF nicht möglich, vielmehr wird die Gerinnungsaktivität 
des TF-Proteins durch die bei der Zerstörung der Zelle freigesetzten Phospholipide 
gesteigert (Tabelle 1). Interessant ist in vivo jedoch nur die prokoagulatorische Aktivität 
der Zelloberfläche. Auch bei der TF-Bestimmung mittels ELISA-Technik müssen die 
Zellen homogenisiert werden. Mit dem Nachweis des Antigens kann außerdem keine 
Aussage zur Aktivität des Proteins gemacht werden.  
 
3.6 Prokoagulatorische Aktivität endothelialer Mikropartikel 
Nicht nur die prokoagulatorische Aktivität verschiedener Zellen ist bei der Aufklärung 
pathophysiologischer Prozesse von Interesse, sondern auch die anderer, nichtzellulärer 
Bestandteile des Blutes. So wurde in den letzten Jahren beschrieben, dass Mikropartikel 
(MP) eine gerinnungsfördernde Aktivität besitzen.  
Mit der TNFα-Stimulation der Endothelzellen kommt es im Zuge der Apoptoseinduktion 
[Slowik et al. 1997] zur Vesikelbildung an den Zellmembranen [Hamilton et al. 1990]. Als 
frühes Merkmal der Apoptose scheren Endothelzellen Mikropartikel ab, die dann im 
Plasma nachweisbar sind [Pasquet et al. 1996, Combes et al. 1999]. Endotheliale MP 
zeigen die gleichen antigenen Eigenschaften wie die korrespondierenden Zellen, z. B. E-
Selectin, ICAM-1, PECAM-1, und aktivieren die Gerinnung über den TF/FVIIa-Komplex 
[Combes et al. 1999].  
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Abb. 26: Mikropartikelinduzierte Thrombinbildung (Mikropartikel präpariert aus dem 
Zellüberstand von HUVEC stimuliert mit TNFα bzw. unstimulierten Zellen (MW, 
n = 4) 
In der folgenden Versuchsreihe wurde deshalb geprüft, ob der Thrombinbildungstest zur 
Bestimmung der prokoagulatorischen Aktivität endothelialer MP eingesetzt werden kann. 
Dazu wurden HUVEC auf großen Kulturschalen ausgesät (je 800.000 Zellen). Nach 
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Ausbildung konfluenter Zellrasen wurde mit TNFα inkubiert und anschließend der 
Zellüberstand separiert. Aus diesem wurden dann durch Ultrazentrifugation die MP 
isoliert. Mit den MP-Fraktionen wurde anschließend die Thrombinbildung in 
recalcifiziertem Citratplasma kontinuierlich gemessen (Abbildung 26).  
Bereits bei unstimulierten HUVEC sind offenbar MP im Zellüberstand vorhanden, die eine 
Thrombinbildung induzieren können. Diese kann jedoch nicht durch antiTF-AK gehemmt 
werden (Tabelle 11).  
Nach TNFα-Stimulation nimmt die MP-induzierte Thrombinbildung im Vergleich zu MP, 
die aus den Zellüberständen unstimulierter HUVEC präpariert wurden zu. Allerdings 
ergeben sich keine signifikanten Unterschiede bei Einsatz verschiedener TNFα-
Konzentrationen. Durch Zusatz des antiTF-AK VIC7 wird die durch MP stimulierter 
Endothelzellen induzierte Thrombinbildung nur unwesentlich gehemmt. Offenbar wird die 
Gerinnung überwiegend auf dem intrinsischen Weg aktiviert. 
Tab. 11:  Hemmung der Mikropartikel-induzierten Thrombinbildung durch antiTF-AK, 
die Mikropartikeln wurden aus dem Zellüberstand von HUVEC präpariert. 
 AUC [nmol∗min/l], MW ± s, n = 4 
 Mikropartikel resuspendiert Überstand nach Abzentri-
fugation der Mikropartikel 
 
 
ohne AK-
Zusatz 
+ VIC7 
[10 µg/ml] 
ohne AK-
Zusatz 
+ VIC7 
[10 µg/ml] 
 Zellmedium 14 ± 18 34 ± 8 - - 
 HUVEC 
unstimuliert 
1764 ± 82 1876 ± 157 19 ± 26 28 ± 4 
 HUVEC +100 IE/ml 
TNFα, 5 h 
2433 ± 73 2007 ± 181 22 ± 18 18 ± 2 
 HUVEC +200 IE/ml 
TNFα, 5 h 
2578 ± 210 2021 ± 19 21 ± 13 23 ± 12 
 HUVEC +400 IE/ml 
TNFα, 5 h 
2447 ± 130 2124 ± 61 68 ± 13 35 ± 19 
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Um zu prüfen, ob bei der Präparation die MP vollständig aus den Zellüberständen 
gewonnen wurden, wurden die Überstände nach Ultrazentrifugation im 
Thrombinbildungstest geprüft (Tabelle 11). Tatsächlich konnten bei der Präparation die 
MP vollständig aus den Zellüberständen isoliert werden. Die Überstände sind nicht in der 
Lage, eine Thrombinbildung im Plasma zu bewirken, der Effekt entspricht der des 
Zellmediums.  
Die Untersuchungen zeigen, dass der Thrombinbildungstest nicht nur für die Bestimmung 
der prokoagulatorischen Aktivität von Zellen geeignet ist, sondern gleichfalls 
prokoagulatorisch wirksame Mikropartikel, die von den Zellen in das Medium abgegeben 
werden, quantitativ erfassen kann. Dabei sind offenbar Phospholipide als Hauptbestandteil 
der MP in stärkerem Maße als Ursache für die gemessene prokoagulatorische Aktivität 
anzusehen als TF.  
3.7 Weiterentwicklung des Thrombinbildungstestes 
3.7.1 Messung mit einem fluorogenen Thrombinsubstrat 
Die chromogene Bestimmung der Thrombinbildung ist in ihren Anwendungsmöglichkeiten 
auf plättchenarmes Plasma beschränkt. So ist die Bestimmung der Thrombinbildung in 
Zellsuspensionen nicht möglich, da in trüben Lösungen die Lichtdurchlässigkeit behindert 
ist. Dieser störende Einfluss ist bei der Fluoreszenzmessung wesentlich geringer. So ergab 
sich die Frage, ob sich mit Austausch des Chromophors p-Nitroanilin (pNA) gegen das 
Fluorophor Aminomethylcumarin (AMC) im Thrombinsubstrat neue Einsatzmöglichkeiten 
des Thrombinbildungstestes eröffnen würden. Deshalb wurde ein entsprechendes neues 
Substrat synthetisiert.  
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Abb. 27: Bestimmung der Thrombinbildung nach extrinsischer Aktivierung von PPP 
(Zusatz von 0,122 ng/ml TF und 1 µmol/l PL; MW, n = 3) 
a: chromogen – SC6 (500 µmol/l); AUC 1654 ± 99 nmol∗min/l 
b: fluorogen – SF1 100 µmol/l; AUC 2199 ± 102 nmol∗min/l 
c: fluorogen – SF1 50 µmol/l; AUC 2191 ± 93 nmol∗min/l 
Für das fluorogene Substrat βAla-Gly-Arg-AMC (SF1) wurde ein Km-Wert von 
0,154 mmol/l und ein kcat-Wert von 0,0336 s-1 für die Spaltung durch Thrombin bestimmt. 
Die Affinität zu Thrombin ist also um den Faktor 10 höher, und es wird deutlich langsamer 
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gespalten als das entsprechende chromogene Substrat SC6. Daher muss zunächst die 
Eignung des fluorogenen Substrates zur kontinuierlichen Bestimmung der 
Thrombinbildung überprüft werden. 
Dazu wurde die Thrombinbildung parallel mit dem chromogenen und mit dem fluorogenen 
Substrat in Ansätzen aus plättchenarmem Plasma, TF und Phospholipiden gemessen 
(Abbildung 27). Die Substratkonzentration im Ansatz soll nach den Vorgaben von Hemker 
et al. [1993] niedriger sein als der Km-Wert. Es wurden Bestimmungen mit 100 und 
50 µmol/l SF1 durchgeführt. Bei weiteren fluorogenen Bestimmungen wurde mit 
50 µmol/l SF1 im Ansatz gearbeitet, da sich Ausmaß und Geschwindigkeit der 
Thrombinbildung mit verschiedenen Substratkonzentrationen nicht signifikant 
unterscheiden (p < 0,05). Der Verbrauch des fluorogenen Substrates im Verlauf der 
Reaktion wurde nach Punkt 4.3.4 berechnet und liegt bei weniger als 3 %.  
Thrombin spaltet das fluorogene Substrat selektiv, der kcat/Km-Wert für FXa beträgt 
0,25 l∗s-1∗mmol-1.  
Die Thrombinbildungskurven für das chromogene und fluorogene Substrat verlaufen nicht 
deckungsgleich. Das Thrombinmaximum ist bei der Messung mit dem chromogenen 
Substrat deutlicher ausgeprägt und wird früher als bei der fluorogenen Messung erreicht. 
Die fluorogen bestimmte Thrombinbildungskurve steigt weniger steil an und fällt nach 
Durchlaufen des Maximums deutlich langsamer ab als bei der chromogenen Messung. 
Offensichtlich stört die höhere Affinität des fluorogenen Substrates zum Thrombin dessen 
Reaktion mit seinen physiologischen Bindungspartnern, so z.B. die feedback-Aktivierung 
von FV und FVIII. Trotz des veränderten Kurvenverlaufes ist eine Bestimmung der 
Thrombinbildung mit dem fluorogenen Substrat möglich, da immer auch entsprechende 
Bezugswerte (Messungen ohne Zellen oder in Gegenwart unstimulierter Zellen) erfasst 
werden. 
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3.7.2 Einsatz des fluorogenen Thrombinsubtrates zur Messung der zellbedingten 
Thrombinbildung  
Im Folgenden wurde untersucht, ob mit dem neuen Substrat auch Bestimmungen in 
Zellsuspension vorgenommen werden können. HUVEC wurden mit TNFα stimuliert, 
anschließend gewaschen, vorsichtig vom Plattenmaterial abgelöst (Zusatz von 
Trypsinlösung), erneut gewaschen, gezählt und jeweils 5000, 10.000, 20.000 bzw. 30.000 
Zellen zum Messansatz auf die Mikrotiterplatte gegeben. Nach Recalcifizierung wurde alle 
30 s die Fluoreszenz gemessen. Zur Vermeidung der Zellsedimentation wurden die Platten 
in den Messintervallen jeweils 10 s bei 600 U/min geschüttelt. Die resultierenden 
Thrombinbildungskurven zeigt Abbildung 28.  
Mit steigender Anzahl stimulierter oder unstimulierter Zellen im Ansatz kommt es zu einer 
deutlichen Erhöhung der Thrombinbildung. Der Anstieg der Thrombinbildungskurven ist 
um so steiler, je mehr Zellen im Ansatz vorliegen. Bei 20.000 und 30.000 Zellen im Ansatz 
durchlaufen die Thrombinbildungskurven ein Maximum. Da die Thrombinbildung sehr 
hoch ist, wurde der Substratumsatz im Simulationsmodell überprüft (Punkt 4.3.4). Zu 
Grunde gelegt wurde die Kurve mit dem höchsten AUC-Wert (30.000 Zellen im Ansatz, 
Stimulation: 5 h mit 200 IE/ml TNFα). Der Substratverbrauch beträgt 5,8 %.  
Die zellbedingte Thrombinbildung kann durch Zusatz des antiTF-AK VIC7 (10 µg/ml) 
vergleichbar mit den Befunden bei der chromogenen Messung (Punkt 3.3.1) gehemmt 
werden (Ergebnisse nicht abgebildet).  
Die fluorogene Messung ist zur Bestimmung der prokoagulatorischen Aktivität von Zellen 
genauso geeignet wie die Messung mit dem chromogenen Substrat. Diese Methode kann 
insbesondere für Bestimmungen in Zellsuspensionen herangezogen werden, also z. B. für 
Zellen, die keine Monolayer ausbilden.  
 
 0 10 20 30 40 50 60
0
10
20
30
40
50
60
70
A
Zeit [min]
Th
ro
m
bi
n 
[n
m
ol
/l] e
d
c
b
a
 
0 10 20 30 40 50 60
0
20
40
60
80
100
120
140
B
e
d
c
b
Th
ro
m
bi
n 
[n
m
ol
/l]
Zeit [min]
Abb. 28: Bestimmung der zellgetriggerten Thrombinbildung in einer Zellsuspension mit 
dem fluorogenen Thrombinsubstrat SF1 in PPP (MW, n = 6) 
A: ohne Stimulation; B: Stimulation mit 200 IE/ml TNFα, 5 h 
a: ohne Zellen, b: 5000; c: 10.000; d: 20.000 und e: 30.000 Zellen im Messansatz 
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3.7.3 Fluorogene Messung der zellbedingten Thrombinbildung in plättchenreichem 
Plasma und Vollblut 
Ob bei fluorogener Messung der Thrombinbildung auch die Bestimmung in 
plättchenreichem Plasma (PRP) oder Vollblut möglich ist, sollte in Folgenden untersucht 
werden.  
Zu Endothelzellmonolayern wurde daher PRP gegeben, recalcifiziert und die 
Thrombinbildung gemessen. Zur Vermeidung von Sedimentationseffekten wurden die 
Ansätze zwischen den einzelnen Messpunkten vorsichtig geschüttelt (10 s, 600 U/min). 
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Abb. 29: Bestimmung der zellgetriggerten Thrombinbildung mit dem fluorogenen 
Thrombinsubstrat SF1 in PRP (Aussaat von 7500 HUVEC je Vertiefung der 
Mikrotiterplatte; MW, n = 6) 
a: ohne Zellen 
b: HUVEC unstimuliert 
c: HUVEC stimuliert mit 200 IE/ml TNFα, 5 h 
Wie Abbildung 29 zeigt, kommt es in Gegenwart von Plättchen zu einer massiven 
Thrombinbildung. Bereits in Ansätzen ohne Zellen ist eine deutliche Thrombinbildung zu 
verzeichnen. Bei Zusatz von unstimulierten Endothelzellen verdoppelt sich die maximale 
Thrombinkonzentration nahezu (95,9 gegenüber 175,8 nmol/l). Die Zeit bis zum Erreichen 
des Maximums verkürzt sich dabei nicht signifikant (von 18,5 auf 17 min, p < 0,05). Bei 
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stimulierten Zellen setzt die Thrombinbildung schon nach zwei Minuten ein, die maximale 
Thrombinkonzentration wird nach elf Minuten erreicht, liegt jedoch niedriger als bei der 
Messung in Gegenwart unstimulierter Zellen (kein signifikanter Unterschied, p < 0,05). 
Zur Kontrolle wurde auch hier der Substratverbrauch im Verlauf der Messung geprüft. Er 
liegt immer unter 7 %. 
Die Messung in plättchenreichem Plasma ist prinzipiell möglich. Die Abhängigkeit der 
prokoagulatorischen Aktivität von Endothelzellen von der TNFα-Konzentrationen bei der 
Stimulation kann mit dieser Methode jedoch nicht nachgewiesen werden. Ausmaß und 
Geschwindigkeit der zellbedingten Thrombinbildung nach Stimulation mit 50, 100, 200 
oder 400 IU/ml TNFα unterscheiden sich nicht (Ergebnisse nicht abgebildet). Nach 
Aktivierung der Plättchen durch Thrombin, kommt es zu deren Formveränderung und 
damit Oberflächenvergrößerung sowie dem Abscheren von prothrombotischen 
Membranvesikeln. Dieses phopholipidreiche Milieu verstärkt die Thrombinbildung, somit 
werden die ohnehin geringen Unterschiede im TF-Gehalt verwischt.  
Die Messung mit PRP ist also nicht geeignet, um beispielsweise Stimulationsversuche 
(Einfluss verschiedener Agentien und deren Konzentration sowie Hemmung der 
Aktivierung von HUVEC) durchzuführen, vielmehr könnte der Einfluss der Plättchen auf 
die Gerinnung oder Wechselwirkungen zwischen Zellen und Plättchen untersucht werden.  
Messungen in Vollblut führten im Gegensatz zu der Arbeit von Ramjee [2000] zu 
unbefriedigenden Ergebnissen. Wie auch von Hemker et al. [2000] beschrieben, wirkt sich 
eine auf die Erythrozyten zurückzuführende Fluoreszenzlöschung negativ auf die 
Empfindlichkeit der Messung aus. Desweiteren konnte im Versuchsverlauf die 
Sedimentation der zellulären Blutbestandteile auch durch regelmäßiges Schütteln der 
Platten zwischen den Messungen nicht verhindert werden, das Messsignal wurde dadurch 
verfälscht (Ergebnisse nicht abgebildet). 
Der Vorteil der fluorogenen Messung liegt in der Ausweitung der 
Anwendungsmöglichkeiten des Thrombinbildungstestes. Durch Messung mit dem 
fluorogenem Substrat werden Bestimmungen in Zellsuspensionen oder plättchenreichem 
Plasma möglich. So könnten z. B. die von Bombeli et al. [1999] beschriebenen 
Wechselwirkungen zwischen apoptotischen Endothelzellen und Plättchen untersucht 
werden. Bei Zelllinien, die keine Monolayer ausbilden, könnten die Zellen somit vereinzelt 
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und deren prokoagulatorische Aktivität mit dem weiterentwickelten Thrombinbildungstest 
ermittelt werden. Auch die Untersuchung von Zell-Zell-Interaktionen wird möglich, wie  
z. B. die von Lo et al. [1995] beschriebene Stimulation der TF-Expression durch 
Koinkubation von Monozyten und Endothelzellen.  
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3.8 Zusammenfassung 
Die prokoagulatorische Aktivität einer intakten Zelle ergibt sich aus den verschiedenen die 
Gerinnung beeinflussenden Faktoren. Die Kenntnisse über die gerinnungsfördernden und  
-hemmenden Aktivitäten der in der Zellmembran lokalisierten Komponenten kann zum 
Verständnis pathophysiologischen Prozesse wie Sepsis oder Tumormetastasierung 
beitragen. 
Zur Bestimmung zellbedingter prokoagukatorischer Aktivität wird die TF-Expression als 
Marker herangezogen. Etablierte Methoden zum Nachweis der Genexpression von TF oder 
des TF-Antigens erfassen jedoch nicht die prokoagulatorische Aktivität des Proteins. 
Andere Techniken basieren auf Bestimmungen in Zelllysaten. Die bekannten Methoden, 
die die prokoagulante Aktivität messen, sind jedoch enorm arbeitsaufwändig. Ziel dieser 
Arbeit war daher die Entwicklung einer Methode, mit der die zellbedingte 
prokoagulatorische Aktivität intakter Zellen direkt und mit geringem Arbeitsaufwand 
bestimmt werden kann.  
Endothelzellen aus Nabelschnurvenen wurden eingesetzt und basierend auf dem von 
Hemker [1993] und Prasa [1997] beschriebenen Thrombinbildungstest eine Methode zur 
Bestimmung zellbedingter Thrombinbildung entwickelt. Die Zellen wurden auf 
Mikrotiterplatten ausgesät, die Expression von Tissue Factor angeregt und mit 
plättchenarmem Plasma, dem chromogenem Thrombinsubstrat H-βAla-Gly-Arg-pNA 
(Pefachrome TG) und dem Inhibitor der Fibrinpolymerisation H-Gly-Pro-Arg-Pro-OH 
(Pefabloc FG) versehen. Nach Recalcifizierung wurde die pNA-Freisetzung 
kontinuierlich über 60 min gemessen und aus der Substratspaltungsgeschwindigkeit die 
Thrombinkonzentration zu jedem Zeitpunkt berechnet. Die prokoagulatorische Aktivität 
der eingesetzten Zellen spiegelt sich im Ausmaß der Thrombinbildung wider. Sie läßt sich 
aus der Thrombinbildungskurve, der Darstellung der Thrombinkonzentration in der Probe 
über der Zeit, als Fläche unter der Kurve berechnen. 
Die neue Methode zur Bestimmung zellbedingter Thrombinbildung ist der Methode von 
Catalioto et al. [1996] deutlich überlegen, bei der die prokoagulatorische Aktivität von 
Zellen durch wiederholte Probennahme aus Aktivierungsansätzen und Bestimmung der 
darin enthaltenen Thrombinkonzentration ermittelt wird. Beide Methoden führen zu 
vergleichbaren Ergebnissen, Arbeitsaufwand und Materialeinsatz sind bei kontinuierlicher 
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Bestimmung zellbedingter Thrombinbildung bei hohem Probendurchsatz aber deutlich 
geringer. 
Durch Bestimmung des TF-Antigens mit immunhistochemischen Methoden konnte TF in 
stimulierten und – in geringem Ausmaß – auch in unstimulierten Endothelzellen 
nachgewiesen werden. TF fand sich sowohl intra- als auch extrazellulär. Mit steigendem 
TF-Antigengehalt der lysierten Zellen (ELISA-Bestimmung) nimmt auch die 
prokoagulatorische Aktvivität intakter HUVEC zu. Das Verhältnis von intra- und 
extrazellulärem TF bleibt demnach – offenbar unabhängig vom totalen TF-Gehalt – gleich. 
Es wurde gezeigt, dass die prokoagulatorische Aktivität der Endothelzellen und damit die 
TF-Expression sowohl von der Konzentration und als auch von der Einwirkungsdauer 
einer stimulierenden Substanz (TNFα) abhängt. Durch Hemmversuche mit antiTF-
Antikörpern, inaktiviertem FVIIa und C1-Esterase-Inhibitor konnte allerdings 
nachgewiesen werden, dass ein gewisser Anteil der zellbedingten Thrombinbildung nicht 
durch die TF-bedingte extrinsische Gerinnungsaktivierung zustande kommt, sondern über 
den intrinsischen Weg abläuft.  
Die direkte chromogene Methode wurde auch für die Messung der prokoagulatorischen 
Aktivität anderer Zellarten eingesetzt. Sie war insbesondere bei glatten Muskelzellen zur 
Bestimmung der Gerinnungsaktivität sehr gut geeignet. Es zeigte sich dabei, dass das 
Messsignal in Gegenwart von SMC deutlich stärker von TF abhängig war als bei HUVEC. 
Offenbar spielt bei SMC die intrinsische Gerinnungsaktivierung eine untergeordnete Rolle.  
Durch Austausch des Chromophors am Thrombinsubstrat gegen eine fluorogene Gruppe 
wurde die Methode im Anwendungsspektrum erweitert. Mit dem fluorogenen Substrat 
kann auch die prokoagulatorische Aktivität von Zellen in Suspensionen ermittelt werden. 
Damit ist nun auch die Untersuchung von Zell-Zell-Interaktionen möglich. Die fluorogene 
Bestimmung der Thrombinbildung gestattet ebenfalls die Messung in plättchenreichem 
Plasma. 
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4 Materialien und Methoden 
4.1 Materialien 
• Enzyme  
Thrombin Rinderthrombin gereinigt nach Walsmann [1968], 
spezifische Aktivität: 1900 IE/mg 
Faktor Xa aus humanem Plasma, spezifische Aktivität: 230 IE/mg  
Kordia Laboratory Supplies, Leiden, Niederlande 
Faktor VIIa 
(NovoSeven®) 
rekombinanter Faktor VII exprimiert in Baby-Hamster-Nieren-Zellen,  
Autokatalyse der inaktiven einkettigen Form in die aktive zweikettige 
Form = Faktor VIIa 
Novo Nordisk A/S, Bagsvaerd, Dänemark 
 
• chromogene Substrate  
SC1 H-L-HHT-D-Ala-Arg-pNA  
SC2 H-D-Ala-HHT(OMe)-Lys-pNA  
SC3 Me-Malonyl-Ala(Me)-Arg-pNA (SQ 68) 
SC4 H-D-Abu-HHT(OMe)-Lys-pNA  
SC5 MeSO2-βAla-Gly-Arg-pNA  
SC6 H-βAla-Gly-Arg-pNA (Pefachrome TG) 
SC7 Ac-βAla-Gly-Arg-pNA  
SC8 MOC-βAla-Gly-Arg-pNA  
SC9 H-D-Val-Phe-Lys-pNA  
SC10 H-D-Phe-Pip-Arg-pNA  
SC11 Tos-Gly-Pro-Arg-pNA (Chromozym TH) 
SC12 MeSO2-D-Phe-Gly-Arg-pNA (Chromozym tPA) 
SC13 MOC-D-Nle-Gly-Arg-pNA (Chromozym X) 
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Herkunft:  SC3 von SERBIO, Gennevilliers, Frankreich;  
 SC9 und 10 von Haemochrom Diagnostica, Essen; 
 alle weiteren von Pentapharm Ltd., Basel, Schweiz 
 
• fluorogenes Substrat 
SF1 βAla-Gly-Arg-AMC Pentapharm Ltd., Basel, Schweiz 
   
• Inhibitoren 
1,5 Dansyl-Glu-Gly-Arg 
Chlormethylketon, Dihydrochlorid 
(GGACK) 
Calbiochem-Novabiochem Corporation, La Jolla, 
USA 
C1-Esterase-Inhibitor (Berinert HS)
 
1 Inhibitoreinheit entspricht der C1-Esterase-
Inhibitor-Aktivität in 1 ml frischem Citratplasma, 
Centeon Pharma GmbH, Marburg 
H-Gly-Pro-Arg-Pro-OH 
(Pefabloc FG) 
Pentapharm Ltd., Basel, Schweiz 
  
 
• sonstige Biochemikalien 
Tissue Factor (Dade Innovin) rekombinanter humaner Tissue Factor kombiniert 
mit synthetischen Phospholipiden, Dade Behring, 
Marburg 
bei Rekonstitution nach Vorschrift: TF-Gehalt 
183 ng/ml; bestimmt durch Dr. T. Luther, 
Universitätsklinikum Dresden 
Tumor-Nekrose-Faktor-α (TNFα) rekombinanter humaner Tumor-Nekrose-Faktor-α 
exprimiert in E. coli,  
R & D Systems GmbH, Wiesbaden 
LPS Difco, Detroit USA 
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antiTissue Factor-Antikörper: 
VD8: Epitop 1 – 25 
VIC7: Epitop 181 – 214 
der extrazellulären TF-Domäne 
[Magdolen et al. 1998], 
Kontrollantikörper 
Materialien für TF-ELISA: 
antiTF-AK VIC7 (primär), 
Peroxidase-markierter antiTF-AK 
IIID8 (sekundär), relipidierter TF-
Standard, Substratlösung für 
Peroxidase 
Die aufgeführten Materialien wurden 
freundlicherweise von Herrn Dr. Luther und Frau 
Dr. Albrecht, Universitätsklinikum der 
Technischen Universität Dresden, Institut für 
Pathologie, zur Verfügung gestellt. 
 
monoklonaler Antikörper (Maus) 
gegen humanen TF 
American Diagnostics, Pfungstadt (primärer 
Antikörper beim immunhistochemischen TF-
Nachweis, Katalog-Nr. 4509) 
antiMaus IgG aus dem Kaninchen DakoCytomation, Hamburg  
(zum immunhistochemischen TF-Nachweis, 
Katalog-Nr. Z 259) 
APAAP- Maus-Komplex 
(monoklonal) 
DakoCytomation, Hamburg  
(zum immunhistochemischen TF-Nachweis, 
Katalog-Nr. D 651) 
Plättchenarmes Plasma (PPP) Herstellung nach Hemker et al. [1993]:  
Mischplasma von 4 gesunden freiwilligen 
Spendern (Blutentnahme durch Venenpunktion, 
Antikoagulation: 1 Teil 0,13 mol/l 
Natriumcitratlösung + 9 Teile Venenblut) 
1. Zentrifugation: 900 × g, 15 min bei 15 °C 
2. Zentrifugation des Überstandes: 10.000 × g, 
15 min bei 15 °C 
3. Zentrifugation des Überstandes: 23.000 × g, 1 h 
bei 4 °C, Einfrieren des Überstandes bei –70 °C 
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Plättchenreiches Plasma (PRP) siehe PPP, Gewinnung von Citratblut und 1. 
Zentrifugation 
Albumin human Fraktion V 
lyophilisiert (HSA) 
SERVA, Boehringer Ingelheim Bioproducts 
Partnership, Heidelberg 
RPMI-Medium Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Deisenhofen 
Ficoll-Paque Plus 
(Separationslösung) 
Amersham Pharmacia Biotech AB, Uppsala 
Schweden 
Phospholipide 
L-α-Phosphatidylethanolamindioleat
L-α-Phosphatidyl-L-serindioleat 
L-α-Phosphatidylcholindioleat 
Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Deisenhofen 
zur Herstellung einer Phospholipidsuspension nach 
Rosing et al. [1997] 
Naphthol-ASBI-phosphat  
Neufuchsin (hexazotiert) 
SERVA, Boehringer Ingelheim Bioproducts 
Partnership, Heidelberg 
Hämatoxylin-Lösung DakoCytomation, Hamburg  
(S 2020) 
  
• Testkits 
Bio Rad DC Proteinassay Bio Rad, München 
Cell Death Detection ELISA Roche Molecular Biochemicals, Mannheim 
RNA PCR core kit Perkin Elmer, Langen 
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• Materialien für die PCR 
Überblick über verwendete Primer (Whatman Biometra, Göttingen, Deutschland) und die 
entsprechenden Referenzen: 
TF Up-
stream 
5´-CTACTGTTTCAGTGTTCAAGCAGTGA-3´ Dr. A. Grau, 
Heidelberg 
 Down-
stream 
5´-CAGTGCAATATAGCATTTGCAGTAGC-3´ persönliche 
Mitteilung 
GAPDH Up-
stream 
5´-GGTGAAGGTCGGAGTCAACGGA-3´ [Schumann et al. 
1996] 
 Down-
stream 
5´-GAGGGATCTCGCTCCTGGAAGA-3´  
    
• Puffer und Lösungen 
Puffer A Hepes 10 mmol/l, NaCl 154 mmol/l, KCl 5 mmol/l, MgSO4 1 mmol/l, 
Glucose 10 mmol/l, pH 7,4 
Puffer B Puffer A mit HSA 0,25 % 
Puffer C Tris 50 mmol/l, NaCl 154 mmol/l, pH 7,4 
Puffer D Puffer C mit 0,4 % Triton-X 100 
Puffer E Puffer C mit 5 mmol/l EDTA-Na, 1 % HSA  
Puffer F RNEasy Lysis Buffer, QIAGEN GmbH, Hilden 
Lösung A NaOH 0,4 % Na2CO3 2 %, Na-Dodecylsulfat 1 % 
  
Alle verwendeten Chemikalien hatten die Reinheitsbezeichnung „zur Analyse“. 
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• sonstiges Verbrauchsmaterial 
Plattenmaterial für Zellkultur Greiner Labortechnik, Frickenhausen 
Centricon-30 concentrators 
(Ausschlussgrenze: MG 30.000) 
Amicon GmbH, Witten 
Mikrotiterplatten für ELISA 
(Nunc-Immuno Plate MaxiSorp) 
Nunc A/S, Roskilde, Dänemark 
 
4.2 Geräte 
Mikrotiterplattenphotometer iEMS Reader MF Labsystems, Helsinki, Finnland 
Mikrotiterplattenfluorimeter Fluoroskan Ascent Labsystems, Helsinki, Finnland 
Zentrifuge Varifuge 20 RS Heraeus Instruments GmbH, Hanau 
Ultrazentrifuge Centrikon T-2060 Kontron Instruments, Zürich, Schweiz
Elektrophoresekammer Biorad Protean II xi Cell Bio Rad, München  
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4.3 Methoden 
4.3.1 Isolation und Kultur humaner Endothelzellen aus Nabelschnurvenen 
• Präparation und Kultur von Endothelzellen aus Nabelschnurvenen  
Die Präparation und Kultur von Endothelzellen aus Nabelschnurvenen erfolgte wie bei 
Heller et al. [2001] beschrieben, basierend auf der von Jaffe et al. [1973] entwickelten 
Methode.  
• Zellaussaat für die einzelnen Versuche 
Zur Aussaat wurden Zellen der ersten und zweiten Subkultur verwendet. Für die 
verschiedenen Methoden wurden folgende Zellzahlen ausgesät: 
diskontinuierliche Bestimmung der Thrombinbildung 180.000 Zellen je Vertiefung auf  
6-Loch-Platten 
kontinuierliche Messung der Thrombinbildung 2.500 bis 10.000 Zellen je  
Vertiefung auf Mikrotiterplatten 
Bestimmung des Tissue Factor-Antigengehaltes und 
RT-PCR, Präparation von Mikropartikeln, fluorogene 
Bestimmung der zellbedingten Thrombinbildung in 
Zellsuspensionen 
800.000 Zellen je 90 mm-Schale 
immunhistochemische Charakterisierung der Zellen 180.000 Zellen je Vertiefung auf 
6-Loch-Platten, in die zuvor 
Coverslips eingelegt worden sind 
  
• Stimulation der Zellen 
Nach Ausbildung von Zellmonolayern (in der Regel drei Tage nach Aussaat) wird das 
Wachstumsmedium entfernt und ein mit 0,25 % HSA versetztes Leermedium (keine 
Wachstumsfaktoren oder Serum) zugegeben. Zur Stimulation der Zellen wurde dem 
Leermedium TNFα zugesetzt (Konzentration und Dauer der Stimulation siehe 
Ergebnisteil). 
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4.3.2 Bestimmung der Thrombinbildung in recalcifiziertem Plasma in Gegenwart 
von Endothelzellen durch wiederholte Probennahme aus den 
Aktivierungsansätzen  
Zur Bestimmung der Thrombinbildung in Gegenwart von Zellen durch wiederholte 
Probennahme aus den Aktivierungsansätzen wurde die von Catalioto et al. [1996] 
beschriebene Methode modifiziert. Die auf 6-Loch-Platten herangewachsenen 
Endothelzellmonolayer wurden nach der Stimulation zweimal mit 2 ml Puffer A 
gewaschen und anschließend der Aktivierungsansatz zugegeben. Die Ansätze wurden bei 
37 °C inkubiert und mit 100 U/min leicht geschüttelt. 
• Aktivierungsansatz: 
 Puffer B 
PPP  
Pefabloc FG-Lösung (36 mg/ml in Puffer B)  
CaCl2 (20 mmol/l) 
1460 µl 
200 µl 
300 µl 
40 µl 
   
Durch Calciumzugabe wurde die Reaktion gestartet. Die Probenentnahme (15 µl) aus dem 
Aktivierungsansatz erfolgte alle 2 min über einen Zeitraum von 60 min nach 
Recalcifizierung. Die Proben wurden sofort zum Messansatz zugegeben und die durch 
Thrombin bedingte Substratspaltung gemessen. 
• Messansatz zur Bestimmung der Thrombinkonzentration in den entnommenen Proben 
 Puffer C 
SC11 (2 mmol/l)  
Probe (mit Zugabe startet die Substratspaltung) 
130 µl 
20 µl 
15 µl 
   
Die p-Nitroanilin-Freisetzung wurde im Mikrotiterplattenreader bei 37 °C alle 10 s bei 
405 nm gemessen (Gesamtmesszeit 1 min). Für jede Probe wurde die initiale 
Reaktionsgeschwindigkeit ermittelt und daraus mit Hilfe einer Thrombineichkurve die 
jeweilige Thrombinkonzentration berechnet. Nach Auftragen der Enzymkonzentration über 
die Zeit erhält man die Thrombinbildungskurven.  
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4.3.3 Km- und kcat-Bestimmungen 
 Puffer C 
Substrat (chromogen oder fluorogen; Einsatz von 
sechs verschiedenen Substratkonzentrationen) 
Enzym (4 nmol/l Thrombin bzw. 2,14 nmol/l FXa ) 
200 µl 
25 µl 
 
25 µl 
 
Nach Inkubation von Puffer und Substratverdünnung wurde die Reaktion durch Zugabe 
der Enzymlösung gestartet. Über einen Zeitraum von 5 min wurde die Extinktions- 
(405 nm) bzw. die Fluoreszenzänderung (Anregung: 340 nm, Emission: 460 nm) gemessen 
und die initiale Reaktionsgeschwindigkeit berechnet.  
Die Michaelis-Konstante Km und die katalytische Konstante kcat wurden nach Lineweaver 
und Burk [1934] ermittelt (Mittelwerte aus 6 einzelnen Versuchen).  
4.3.4 Suche nach einem geeigneten Substrat für die kontinuierliche Bestimmung der 
Thrombinbildung – Simulationsprogramm 
Nach Hemker et al. [1993] wurde an Hand einer experimentell ermittelten 
Thrombinbildungskurve (Punkt 3.1, Abbildung 5), den Substratkonstanten und einer 
vorgegebenen Substratkonzentration eine Thrombinbildungskurve simuliert und mit der 
Vorgegebenen verglichen (Berechnungen mit Microsoft Excel). Bei einem geeigneten 
Substrat für die kontinuierliche Bestimmung der zellbedingten Thrombinbildung muss die 
simulierte mit der experimentellen Thrombinbildungskurve weitestgehend 
übereinstimmen. Mit dem Simulationsprogramm wurde auch der zu erwartende 
Substratumsatz berechnet, dieser darf 10 % nicht überschreiten.  
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4.3.5 Standardmessansatz zur kontinuierlichen Messung der Thrombinbildung in 
recalcifiziertem Plasma in Gegenwart von Endothelzellen 
Nach Stimulation der Endothelzellmonolayer wurde der Überstand entfernt, die Zellrasen 
zweimal mit 200 µl Puffer A gewaschen und der Messansatz zugegeben. 
• Messansatz: 
 Puffer B 
PPP  
Pefabloc FG-Lösung (40 mg/ml in Puffer B) 
SC6 (5 mmol/l) 
CaCl2 (120 mmol/l) 
50 µl 
125 µl 
25 µl 
25 µl 
25 µl 
   
Nach Recalcifizierung und somit dem Start der Reaktion wurde die p-Nitroanalin-
Freisetzung im Mikrotiterplattenreader bei bei 405 nm gemessen (Messung alle 30 s über 
60 min; Temperierung: 37 °C). Aus den Messkurven wurde mit Hilfe eines 
Computerprogramms nach Hemker et al. [1993] die Thrombinkonzentration in 
Abhängigkeit von der Zeit berechnet und auf den Proteingehalt der Zellen bezogen 
(Berechnungen mit Microsoft Excel). 
4.3.6 Zellbedingte Thrombinbildung - Analyse des Messsignales 
Für Hemmversuche wurden die gewaschenen Endothelzellmonolayer vor Zugabe der 
Reagenzien 30 min bei 37 °C mit den antiTF-Antikörpern (antiTF-AK) VD8, VIC7 
respektive einem Kontrollantikörper oder FVIIai-Lösung in Puffer B bzw. Puffer B allein 
inkubiert. Nach Zusatz der weiteren Bestandteile des Standardmessansatzes (Punkt 4.3.5) 
wurde die pNA-Freisetzung gemessen. Um die Hemmung durch C1-Esterase-Inhibitor 
(C1-INH) zu bestimmen, wurde plättchenarmes Citratplasma bei einer Temperatur von 
37 °C mit dem Inhibitor für 30 min inkubiert und dann zum Reaktionsansatz gegeben. 
• Bestimmung der Apoptose-Indices 
Die Aussaat und Stimulation der Endothelzellen erfolgte wie unter Punkt 4.3.1 
beschrieben. Die gewaschenen Monolayer wurden lysiert, die Lysate aus mehreren 
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Vertiefungen der Mikrotiterplatte vereinigt und der Proteingehalt auf 80 µg/ml eingestellt. 
Die Bestimmung der Apoptose-Indices erfolgte mit dem Cell Death Detection ELISA 
gemäß den Anweisungen des Herstellers. Als Kontrolle wurden jeweils 
Endothelzellmonolayer vor Beginn des Stimulationsschrittes lysiert. 
• Zusatz von TF zu HUVEC 
Den Endothelzellmonolayern auf Mikrotiterplatten wurden nach Entfernen der Überstände 
und zweimaligem Waschen mit 200 µl Puffer A die Bestandteile des Standardmessansatzes 
(Punkt 4.3.5) zugesetzt. Die TF-Verdünnung (Innovin) wurde mit Puffer B zugegeben 
(0,08-0,92 ng/ml TF) und nach Recalcifizierung die pNA-Freisetzung kontinuierlich 
gemessen.  
• Bestimmung der Thrombinbildung in Abhängigkeit vom TF- bzw. Phospholipidgehalt 
in plättchenarmen Plasma 
Diese Bestimmungen wurden ohne Zellen im Ansatz durchgeführt. Dem 
Standardmessansatz zur Bestimmung der zellbedingten Thrombinbildung (Punkt 4.3.5) 
wurde eine TF-Verdünnung (Innovin) bzw. das Phospholipid-Gemisch (Konzentration 
von 0,001 bis 2 µmol/l nach Rosing et al. [1997]) in Puffer B zugesetzt und nach 
Recalcifizierung die pNA-Freisetzung über 20 min gemessen. 
4.3.7 Herstellung von FVIIai  
Die Herstellung von FVIIai erfolgte modifiziert nach der von Müller et al. [1999] 
beschriebenen Methode. 1200 µl einer FVIIa-Lösung (1,67 µmol/l in Puffer C) wurden mit 
200 µl 1,5 Dansyl-Glu-Gly-Arg Chlormethylketon (GGACK; 2,5 mmol/l in Puffer C) 1 h 
bei 4 °C inkubiert. Nach dreimaliger Wiederholung des Inhibitorzusatzes mit 
anschließender einstündiger Inkubation lag das Rohprodukt FVIIai (1 µmol/l; 2 ml) vor. 
Der überschüssige Inhibitor wurde durch Ultrafiltration (Centricon-30 concentrators, 
Ausschlussgrenze: MG 30.000; dreimal 30 min bei 5000 × g) entfernt. Die FVIIai-Lösung 
wurde zu 1 ml (entsprechend einer theoretischen Konzentration von 2 µmol/l) mit Puffer C 
ergänzt. Parallel zum Inaktivierungsansatz wurde eine FVIIa-Lösung gleicher 
Konzentration der gleichen Behandlung unterzogen, hier jedoch ohne den Inhibitor 
GGACK (= Referenzlösung). 
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• Kontrolle auf noch vorhandenen Inhibitor GGACK in FVIIai- Ansätzen 
Da die Messung der zellbedingten Thrombinbildung durch den Inhibitor gestört wird, 
musste auf vollständige Entfernung des Hemmstoffes geprüft werden. Gemessen wurde 
daher die Hemmung von Faktor Xa durch die FVIIai-Lösung. 
- Messansatz: 
 Puffer C 
FVIIai-Lösung bzw. Referenzlösung 
FXa (86 nmol/l) 
    Vorinkubation: 5 min, 37 °C 
SC13 (4 mmol/l) 
187,5 µl 
12,5 µl 
50 µl 
 
25 µl 
   
Nach Substratzusatz wurde bei einer Reaktionstemperatur von 37 °C über 10 min die pNA-
Freisetzung bei 405 nm gemessen und die FXa-Aktivität bestimmt. Für weitere Versuche 
wurden ausschließlich die Ansätze verwendet, welche keine FXa-Hemmung aufwiesen. 
• Aktivitätstest: FVIIa 
Die vollständige Hemmung von FVIIa durch GGACK sowie der Aktivitätsverlust der 
Referenzlösung wurden durch die Bestimmung der FVIIa-Aktivität der behandelten 
Proben überprüft. 
- Messansatz: 
 Puffer C 
Innovin (rekonstituiert in 2,5 ml Aqua bidest.) 
FVIIa-Verdünnung (0,08 µmol/l) bzw. FVIIai-
Lösung oder Referenzlösung 
      Vorinkubation: 5 min, 37 °C 
SC12 (8 mmol/l) 
100 µl 
100 µl 
50 µl 
 
 
25 µl 
   
Nach Substratzusatz wurde bei einer Reaktionstemperatur von 37 °C die pNA-Freisetzung 
über 10 min bei 405 nm gemessen und die FVIIa-Aktivität ermittelt. Der Verlust von 
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FVIIa in der Referenzlösung wurde zur Berechnung der tatsächlichen FVIIai-
Konzentration herangezogen. 
4.3.8 Direkter Vergleich zwischen Subsampling-Technik und kontinuierlicher 
Messung der Thrombinbildung 
Die kontinuierliche Bestimmung der zellbedingten Thrombinbildung wurde entsprechend 
den Angaben unter Punkt 4.3.5 durchgeführt. Bei der diskontinuierlichen Messung wurden 
ebenfalls Zellen auf Mikrotiterplatten ausgesät, stimuliert, gewaschen und der unter Punkt 
4.3.5 beschriebene Ansatz zugegeben. Bei diesen Ansätzen wurde jedoch kein SC6 
zugesetzt. Nach Recalcifizierung wurde dann alle 2 min 15 µl Probe entnommen und 
sofort die Thrombinkonzentration (Punkt 4.3.2) bestimmt. Für jeden Entnahmezeitpunkt 
wurde eine neue Vertiefung auf der Mikrotiterplatte vorgesehen. 
4.3.9 Proteinbestimmung 
Die Bestimmung des Proteingehaltes der verschiedenen Proben erfolgte mit dem Bio Rad 
DC Proteinassay gemäß den Anweisungen des Herstellers. Dazu wurden die Zellen mit 
Lösung A lysiert und in Aliquots der Proteingehalt bestimmt. Bei Bestimmungen auf der 
Mikrotiterplatte wurden die Zellen direkt in den Vertiefungen der Platte lysiert (Zusatz von 
je 50 µl Lösung A zu 6 Vertiefungen). In Aliquots der Lysate wurde dann der 
Proteingehalt bestimmt und der mittlere Proteingehalt je Vertiefung der Mikrotiterplatte 
berechnet.  
4.3.10 Bestimmung von TF-mRNA mittels RT-PCR 
• Probenvorbereitung 
Zu den auf 90 mm-Kulturschalen gewachsenen Endothelzellen wurden 600 µl Puffer F 
zugesetzt und die Zellen abgekratzt. Zur Bestimmung des RNA-Gehaltes der Proben wurde 
die Extinktion bei 260 nm gemessen und der RNA-Gehalt auf 1 µg/ml eingestellt. Als 
interne Kontrolle für den Gesamt-mRNA-Gehalt jeder Probe wurde die Glyceraldehyd-3-
phosphat-Dehydrogenase (GAPDH)-mRNA mitbestimmt.  
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• Reverse Transkription 
Zur reversen Transkription wurde 1 µg Gesamt-RNA eingesetzt (20 min bei 42 °C, 
Random Hexamer Oligonucleotide Primer, sonstige Reagenzien und Protokoll laut RNA 
PCR core kit). Die Amplifikation der cDNA wurde unter Verwendung von 1,5 µmol/l der 
Primer für TF und GAPDH und der Reagenzien des Kits (Kontrollen: RT-PCR in Wasser 
und Gesamt-RNA ohne RT-PCR zur Bestimmung eventueller Kontamination mit 
genomischer DNA) durchgeführt. 
• Amplifikations-Profil: 
- Denaturierung: 2 min bei 94 °C 
- Anlagerung der Primer: 1 min bei 60 °C, 27 Zyklen für TF, 22 Zyklen für GAPDH 
- Enzymreaktion: 1 min bei 72 °C 
- Denaturierung: 30 s bei 94 °C 
- Anlagerung der Primer: 1 min bei 55 °C 
- Enzymreaktion: 5 min bei 72 °C 
(Einfrieren der PCR-Produkte bei -20 °C) 
• Separation und Detektion der PCR-Produkte 
Die PCR-Produkte wurden mit einem nichtdenaturierenden Polyacrylamid-Gel 
entsprechend der Methode von Sambrook et al. [1989] aufgetrennt und die DNA durch 
modifizierte Silberfärbung nach Merril et al. [1981, 1990] detektiert. 
4.3.11 Immunhistochemischer TF-Nachweis 
Zum immunhistochemischen TF-Nachweis wurden HUVEC auf Coverslips ausgesät, 
stimuliert und der Überstand entfernt. Die Monolayer wurden gewaschen und 10 min in 
Aceton fixiert. Das TF-Antigen wurde mit der von Cordell et al. [1984] beschriebenen 
APAAP-Technik (Immunkomplex: alkalische Phosphatase und monoklonaler anti-
alkalischer Phosphatase-Komplex) markiert. Als primärer Antikörper wurde ein antiTF-
 82
AK verwendet. Als Brücke für den APAAP-Komplex aus der Maus diente ein antiMaus-
AK aus dem Kaninchen. Die alkalische Phosphatase im Immunkomplex setzt dann 
Naphthol-ASBI-phosphat und hexazotiertes Neufuchsin um. TF-Antigen wird durch 
Rotfärbung nachgewiesen. Die Zellkerne wurden durch leichte Gegenfärbung mit 
Hämatoxylin-Lösung markiert. 
4.3.12 Bestimmung des Tissue Factor-Antigengehaltes mit ELISA 
• Probenvorbereitung 
Zur Bestimmung des TF-Antigengehaltes wurden Endothelzellmonolayer auf 90 cm-
Kulturschalen mit 1,25 ml Trypsin/EDTA-Lösung abgelöst. Genau nach 60 s wurde die 
enzymatische Reaktion durch Überführen der Zellsuspension in Puffer C mit 10 % FKS 
abgestoppt. Die Zellen wurden zweimal mit Puffer C gewaschen und bei Raumtemperatur 
mit 500 × g für 6 min zentrifugiert. Die Zellpellets wurden in 100 µl Puffer D 
aufgenommen und durch dreimaliges Einfrieren (flüssiger Stickstoff, - 196°C) und 
Auftauen (Wasserbad 37 °C) lysiert. Dem schloss sich eine 30 minütige Inkubation im 
Wasserbad bei 37 °C an, wobei die Proben alle 5 min durchmischt wurden. Die 
Zelltrümmer wurden abzentrifugiert (14.000 × g, 15 min bei 4 °C), der Proteingehalt im 
Überstand bestimmt und auf 2 mg/ml eingestellt.  
• ELISA 
Die Bestimmung des TF-Antigengehaltes erfolgte nach der von Albrecht et al. [1992] 
beschriebenen Methode. Als Standard diente eine TF-Zubereitung gelöst in Puffer E (12 
bis 0,025 ng/ml TF). Mit dem antiTF-AK VIC 7 wurden MaxiSorp-Mikrotiterplatten 
beschichtet. Zur Detektion der VIC 7-TF-Komplexe wurde der Peroxidase-markierte 
antiTF-AK IIID8 eingesetzt und die Kopplung mit einem chromogenem Peroxidase-
Substrat quantifiziert. 
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4.3.13 Messung der prokoagulatorischen Aktivität verschiedener Zellarten 
• Glatte Gefäßmuskelzellen 
Glatte Gefäßmuskelzellen (smooth muscle cells, SMC) wurden aus Abschnitten der Vena 
Saphena, entnommen für Bypass-Operationen, gewonnen (nach Bretschneider et al. 
[2000]). Die Zellen wurden auf Mikrotiterplatten zu 2500; 5000 und 7500 Zellen je 
Vertiefung ausgesät und nach drei Tagen die zellbedingte Thrombinbildung (Messansatz 
siehe Punkt 4.3.5) bestimmt. 
• Monozyten 
Die Monozyten wurden modifiziert nach Luther et al. [1990] präpariert. Dazu wurden 3 ml 
Separationslösung (Ficoll-Paque Plus) mit etwa der gleichen Menge Citratblut (7 Teile 
verdünnt mit 3 Teilen physiologischer Kochsalzlösung) überschichtet und bei 775 × g für 
25 min bei 4 °C zentrifugiert. Die gewonnenen Monozyten wurden zweimal mit 
physiologischer Kochsalzlösung gewaschen und in RPMI-Medium versetzt mit 5 % FKS 
aufgenommen. Anschließend wurden jeweils 200.000 Zellen/ Vertiefung auf 
Mikrotiterplatten ausgesät. Nach Stimulation der Zellen mit LPS (10 µg/ml, 5 h) schloss 
sich ein Waschschritt an und der Messansatz zur kontinuierlichen Bestimmung der 
Thrombinbildung (Punkt 4.3.5) wurde zugegeben.  
• Keratinozyten, Fibroblasten, Lungenzelllinie L132 sowie Krebszelllinien 
Die auf Mikrotiterplatten ausgesäten Zellen der aufgeführten Zelllinien (Tabelle 10) 
wurden freundlicherweise von Herrn Dr. Luther und Herrn Dr. Kotzsch, 
Universitätsklinikum der Technischen Universität Dresden, Institut für Pathologie, zur 
Verfügung gestellt. Die zellbedingte Thrombinbildung wurde 24 h nach Aussaat gemessen 
(Messansatz Punkt 4.3.5). Parallel dazu wurde in Zelllysaten der TF-Antigengehalt 
bestimmt sowie die prokoagulatorische Aktivität in einem Gerinnungstest [Albrecht et al. 
1992] ermittelt. Im Gerinnungstest wurde das entsprechende Zelllysat zu Plasma gegeben, 
recalcifiziert und die Zeit bis zur Gerinnung der Ansätze gemessen. Die Ergebnisse wurden 
freundlicherweise von Dr. T. Luther zur Verfügung gestellt. 
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4.3.14 Bestimmung der prokoagulatorischen Aktivität von Mikropartikeln 
Endotheliale Mikropartikel wurden nach der von Combes et al. [1999] beschriebenen 
Methode präpariert. Dazu wuchsen HUVEC auf 90 mm-Kulturschalen (Aussaat: 800.000 
Zellen/ Schale, Kulturdauer: 3 d) heran, nach Medienwechsel und fünfstündiger 
Stimulation mit TNFα wurde der Überstand vorsichtig abgezogen (Vges = 6 ml) und die 
enthaltenen Zelltrümmer abzentrifugiert (bei 4300 × g, 5 min, 10 °C). Die Mikropartikel 
wurden durch Ultrazentrifugation der Überstände bei 100.000 × g separiert (90 min bei 
4 °C). Nach vorsichtigem Entfernen der Überstände und Trocknen der 
Zentrifugenröhrchen wurde der Rückstand in 150 µl Puffer B aufgenommen (= Probe). Die 
Proben wurden dann dem Messansatz nach Punkt 4.3.5 zugegeben und die 
Thrombinbildung gemessen.  
4.3.15 Kontinuierliche Bestimmung der Thrombinbildung mit einem fluorogenen 
Substrat 
• Parallele Bestimmung mit dem chromogenem und dem fluorogenem Substrat 
Diese Bestimmungen wurden ohne Zellen im Ansatz durchgeführt. Dem 
Standardmessansatz zur Bestimmung der zellbedingten Thrombinbildung (Punkt 4.3.5) 
wurde entweder das chromogene oder das fluorogene Substrat SF1 sowie 0,122 ng/ml TF 
(Innovin-Verdünnung in Puffer B) zugesetzt und nach Recalcifizierung die Extinktion 
bzw. Fluoreszenz über 16 min gemessen. Die Fluoreszenz wurde bei einer Wellenlänge 
von 340 nm angeregt und die Emission bei 460 nm mit dem Mikrotiterplattenfluorimeter 
gemessen. Mit den kinetischen Konstanten der Substrate (für SF1: Km = 0,1539 mmol/l, 
kcat = 0,0336 s-1) und der Substratkonzentration im Ansatz wurde dann die 
Thrombinkonzentration berechnet.  
• Bestimmung der zellbedingten Thrombinbildung mit dem fluorogenen Substrat 
Zu gewaschenen Endothelzellmonolayern bzw. Zellsuspensionen wurde der 
Standardmessansatz (Punkt 4.3.5) gegeben. Das chromogene Substrat wurde gegen das 
fluorogene Substrat ausgetauscht (Konzentration: 50 mmol/l). Zur Vermeidung von 
Zellsedimentation wurden die Platten in den Messintervallen jeweils 10 s bei 600 U/min 
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geschüttelt. Bei Bestimmungen in PRP wurde der Standardmessansatz entsprechend 
modifiziert. 
4.3.16 Darstellung und statistische Bewertung der Messwerte 
Standardmäßig wurden für einen Messwert je vier Einzelwerte auf einer 96-Loch-Platte 
gemittelt. Aus den so erhaltenen Messwerten aus n unabhängigen Versuchen wurden dann 
Mittelwerte MW und die Standardabweichung s berechnet. Auf signifikante Unterschiede 
wurden mit dem Wilcoxon-Test geprüft (Signifikanzniveau p < 0,05). Bei Abbildungen 
von Thrombinbildungskurven wurde auf das Einzeichnen der Standardabweichungen um 
die Mittelwerte der einzelnen Messpunkte aus Gründen der Übersichtlichkeit verzichtet.  
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6 Anhang  
6.1 Verzeichnis der im Text verwendeten Abkürzungen 
α2-Makroglobulin a2M 
Abu L-alpha-Aminobuttersäure 
Ac Acetyl 
AMC Aminomethylcumarin 
antiTF-AK anti-Tissue Factor-Antikörper 
APAAP-Komplex alkalische Phosphatase und monoklonaler anti-alkalischer 
Phosphatase-Komplex 
AUC Area under the curve, Fläche unter der Thrombinbildungskurve 
C1-INH C1-Esterase-Inhibitor 
ELISA enzyme linked immuno sorbent assay 
FACS fluorescence-activated cell sorting 
FKS  fötales Kälberserum 
FVIIai inaktivierter FVIIa 
GGACK 1,5 Dansyl-Glu-Gly-Arg Chlormethylketon 
HHT Hexahydrotyrosin 
HSA humanes Serumalbumin 
HUVEC human umbilical vein endothelial cells (Endothelzellen aus 
Nabelschnurvenen) 
IU international unit (Kennzeichnung der Enzymaktivität) 
kD Kilodalton 
kcat kinetische Konstante 
Km Michaelis-Konstante 
LPS bakterielle Lipopolysaccharide 
Me Methyl 
MG Molekulargewicht 
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MOC Methoxycarbonyl 
MP Mikropartikel 
MW Mittelwert 
PAF platelet activating factor 
PC Phosphatidylcholin 
Pip Piperidyl 
PL Phospholipide 
pNA para-Nitroanilin 
POD Peroxidase 
PPP platelet poor plasma (plättchenarmes Plasma) 
PRP platelet rich plasma (plättchenreiches Plasma) 
PS Phosphatidylserin 
s Standardabweichung 
SMC smooth muscle cells (glatte Muskelzellen) 
sTF soluble Tissue Factor, extrazelluläre Tissue Factor-Domäne 
TF Tissue Factor (Gewebefaktor) 
TFPI Tissue Factor Pathway Inhibitor 
TM Thrombomodulin 
TNFα Tumor Nekrose Faktor α 
 
In der Literatur allgemein übliche Abkürzungen finden hier keine Erwähnung. 
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